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Les communautés microbiennes benthiques participent activement au recyclage de la 
matière organique et de fait au fonctionnement biogéochimique des écosystèmes lacustres. 
Ces communautés comportent de nombreux phyla mais leur diversité fonctionnelle est encore 
incomplètement connue. Ce travail vise à appréhender les modifications de structure et 
d’abondance des gènes fonctionnels en lien avec la distribution spatiale verticale (liée au 
gradient d’oxydoréduction), la variabilité spatiale horizontale (zone côtière vs pélagique) et la 
dynamique saisonnière liée au brassage de la colonne d’eau (ré-oxygénation des interfaces 
benthiques), de même que l’identification de la diversité des méthanotrophes et des 
méthanogènes.  
Pour cette étude, des carottes sédimentaires ont été prélevées sur un transect zone 
côtière – zone pélagique, à différentes dates au cours d’un cycle annuel. Chaque carotte 
sédimentaire a été analysée dans la verticalité entre l’interface eau-sédiment et 20 cm. Les 
communautés microbiennes participant au cycle du méthane ont été ciblées par 2 gènes de 
fonction et étudiées en termes de structure, de diversité et d’abondance; par ailleurs, des 
marqueurs phylogénétiques ont été utilisés pour caractériser les communautés bactériennes et 
archéennes totales.  
Les résultats de l'étude spatiale montrent que, si à l’échelle locale (station 
d’échantillonnage) une relative homogénéité des communautés microbiennes (totales et 
fonctionnelles) est observée, des variabilités fortes sont détectées d’une part à l’échelle des 
transects horizontaux en lien avec des changements de conditions environnementales et 
d’autre part dans la verticalité des sédiments sous l’effet des conditions d'oxydoréduction. La 
communauté bactérienne étant la plus affectée dans la verticalité, avec des changements de 
structure entre toutes les strates étudiées. Dans cette même étude, une analyse comparative de 
la structure des communautés (totales et fonctionelles) a démontré que l’analyse 
d’échantillons individuels permettait d’obtenir un plus grand nombre d’OTU que l’analyse 
des mêmes échantillons regroupés en pools.  
Les résultats de l'étude de la dynamique temporelle des communautés méthanogènes et 
méthanotrophes révèlent des changements de structure et abondance, principalement à 
l'interface eau - sédiment en lien avec la dynamique d'oxygénation du lac. Quant à l’analyse 
de la diversité, elle montre une dominance des Methanomicrobiales (Methanoregula 
principalement) pour les méthanogènes, mais les Methanosarcinales (Methanosarcina) et les 
Methanobacteriales (Methanobacterium) ont également été identifiés. Pour les 
méthanotrophes, la diversité est dominée par Methylobacter en zone profonde et par 
Methylococcus en zone côtière, les méthanotrophes de Type II (Methylosinus et 
Methylocystis) ont aussi été identifiés.  
L’ensemble de ces travaux souligne l’importance de prendre en compte, à la fois la 
variabilité spatiale (horizontale et verticale) et la variabilité temporelle, des communautés 
méthanogènes et méthanotrophes lors de l’étude de ces communautés. Les changements quant 
à leurs structures et leurs abondances sont des paramètres non négligeables pour comprendre 
les processus impliqués dans le cycle du méthane.  
 
Mots-clés : Ecologie fonctionnelle – Cycles biogéochimiques – Sédiments lacustres – 






 Benthic microbial communities are actively involved in organic matter recycling and 
fact biogeochemical functioning of lake ecosystems. These communities comprise many 
phyla but their functional diversity is still incompletely known. This study is focused on the 
benthic microbial communities involved in the methane cycle in lacsutrine suystems. We 
aimed understanding the structural and abundance changes of functional genes related to the 
vertical distribution (redox gradient in sediment), the horizontal variability (coastal vs. pelagic 
benthic zone) and seasonal dynamics related to mixing of the water column (re-oxygenation 
of benthic interface). The composition of methanotrophic and methanogenic communities was 
characterized by sequencing analyses. 
 For this study, sedimentary cores were sampled along a transect from coastal to 
pelagic zone, at different times during an annual cycle. In addition, each sediment core was 
analyzed in its verticality from the water-sediment interface to 20 cm depth. Microbial 
communities involved in the cycle of methane (methanogenesis and methanotrophy) were 
targeted by 2 functional genes (mcrA and pmoA). Furthermore, phylogenetic markers were 
used to characterize the total bacterial and archaeal communities. These communities are 
studied in terms of structure (genotyping), diversity (sequencing) and abundance (qPCR, 
DNA) of their functional genes. 
 The results of the study showed that, on a spatial scale, a low heterogeneity was 
detected for a given sampling station in terms of structure of microbial communities (total and 
functional), however, a high variability was detected both at an horizontal scale along a 
transect (costal vs. pelagic zone), due to contrasted environmental conditions, and at a vertical 
scale (upper to deeper layers in the core) under the effect of redox conditions. The bacterial 
community being the most affected in the verticality, with structural changes among all strata 
studied. In the same study, a comparative analysis of the structure (for all of the 
communities), between pooled samples and individual samples, demonstrated that the 
analysis of individual samples provided a greater number of OTU for the majority of 
microbial communities. 
 Moreover the study of the temporal dynamic of methanogen and methanotroph 
communities revealed changes in the structure and abundance, mainly at the water - sediment 
interface, according to the oxygenation levels that varied through time. The analysis of 
diversity showed a dominance of Methanomicrobiales (Methanoregula mainly) for 
methanogens, but Methanosarcinales (Methanosarcina) and Methanobacteriales 
(Methanobacterium) were also identified. The methanotrophs’ community was dominated by 
Methylobacter on deeper stations and by Methylococcus in coastal station. Type II 
methanotrophs (Methylosinus and Methylocystis) were also identified. 
 This work highlights the importance of taking into account both the spatial variability 
(horizontal and vertical) and the temporal variability of methanogen and methanotroph 
communities. Changes on their structures and abundances are significant parameters for 
understanding the processes involved in the methane cycle. 
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 Dans les écosystèmes lacustres, le compartiment benthique est une zone hétérogène 
formée notamment par des processus de dépôt et de décomposition de la matière organique 
provenant du bassin versant et de la colonne d’eau (Pourriot & Meybeck, 1995 ; Scala & 
Kerkhof, 2000). Les sédiments forment un compartiment où les procaryotes jouent un rôle 
majeur. Ces derniers sont impliqués dans tous les cycles biogéochimiques et participent au 
recyclage de la matière organique (Fenchel et al., 1998 ; Wetzel, 2000 ; Madsen et al., 2011). 
Les sédiments sont caractérisés, dans leur verticalité, par un gradient d’oxydoréduction 
marqué (Froelich, 1979) qui induit une zonation des microorganismes et de leurs activités. La 
diminution rapide de la concentration en oxygène dissous et la disparition rapide des 
accepteurs terminaux d’électrons dans la verticalité des sédiments favorise la mise en place de 
processus anoxiques tel celui de la méthanogénèse (Garcia et al., 2000). Les microorganismes 
impliqués dans le cycle du méthane libèrent du dioxyde de carbone et du méthane lors du 
recyclage de la matière organique (Conrad, 1996 ; Pearl & Steppe, 2003 ; Schultz & Urban, 
2008). La méthanogénèse est l’étape finale de la dégradation de la matière organique, le 
méthane produit peut être ensuite libéré dans la colonne d’eau puis vers l’atmosphère 
(Bastviken et al., 2004). Au cours de son acheminement vers l’atmosphère le méthane peut 
être oxydé, lorsque les conditions sont favorables, par méthanotrophie (Krause et al., 2010). 
Le bilan atmosphérique du méthane, issu des écosystèmes lacustres, est par conséquent, la 
résultante d’un équilibre entre les processus de méthanogénèse et de méthanotrophie assurés 
par les communautés microbiennes.  
 La méthanogénèse est réalisée exclusivement par des archées, généralement en 
conditions anoxiques (Garrity & Holt, 2001) alors que la méthanotrophie est un processus 
réalisé le plus souvent par des bactéries en conditions oxiques (Conrad, 2009). La diversité de 
ces deux communautés est relativement bien connue (p. ex. Borrel et al., 2011), en revanche 
leurs distributions dans les sédiments lacustres et les facteurs environnementaux influençant 
leurs structures, leurs abondances et leurs activités sont encore mal compris (Chaudhary et al., 
2013 ; Chowdhury & Dick, 2013). L’étude de ces communautés dans les sédiments lacustres 
passe par la détermination des différentes échelles de variabilité, à la fois spatiale et 
temporelle. L’hétérogénéité des sédiments lacustres est à l’origine d’une variabilité spatiale 
des communautés microbiennes, à la fois horizontale, en lien avec des apports de matières 
organiques qualitativement et quantitativement différents (p. ex. allochtones en zone littorale 
vs. autochtones en zone profonde) (Deutzman et al., 2011), et verticale (gradient 
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d’oxydoréduction, Chan et al., 2005). La dynamique saisonnière lacustre, à la fois thermique 
et biologique, est également à l’origine de variations spatio-temporelles des conditions 
environnementales. Celles-ci sont induites par des changements d’oxygénation à l’interface 
eau-sédiment, des apports de nutriments et de matières organiques dans les sédiments 
lacustres (Trolle et al., 2009) qui façonnent la diversité des communautés microbiennes et 
leurs activités.  
 Des études récentes ont montré l’importance des lacs en tant que sources de méthane 
(EPA, 2009 ; Bastviken et al., 2011 ; Yang et al., 2011 ; Milucka et al., 2015), notamment les 
lacs profonds ayant un hypolimnion anoxique permettant le stockage d’importantes quantités 
de méthane (Bastviken et al., 2004). De plus, il existe des différences d’émissions de méthane 
entre les zones littorales et pélagiques et ce phénomène est encore plus important dans les lacs 
profonds (Bussmann et al., 2013 ; Chen et al., 2013 ; Schilder et al., 2013 ; Soja et al., 2013). 
En conséquence, la compréhension de la distribution des méthanogènes et des 
méthanotrophes dans les sédiments lacustres, de même que les facteurs environnementaux qui 
la structurent, revêt un caractère important. Afin d’appréhender les changements dans la 
distribution spatiale de ces communautés microbiennes dans les sédiments du Lac du Bourget 
(lac péri alpin profond), trois stations d’échantillonnage, ayant des conditions 
environnementales contrastées, ont été étudiées. Ces stations se situent le long d’un transect 
allant d’une zone côtière (soumises aux apports allochtones du principal affluent du Lac) à 
une zone pélagique profonde (soumise aux apports autochtones du Lac et à sa dynamique 
temporelle – stratification vs. brassage).  
 
 L’étude de la distribution des communautés méthanogènes et méthanotrophes dans les 
sédiments du Lac du Bourget s’articule autour de 2 objectifs : 
(i) Le premier vise à caractériser les variations de la structure des communautés 
méthanogènes et méthanotrophes à plusieurs échelles spatiales (horizontale et 
verticale). Pour cela plusieurs réplicats d’extrait ADN ont été effectués au sein de 
chaque strate sédimentaire permettant d’évaluer l’hétérogénéité de la structure des 
communautés microbiennes benthiques à l’échelle intra-carotte (entre 5 réplicats 
au sein d’une strate). A une échelle spatiale horizontale supérieure, l’étude de la 
variabilité de la structure des communautés microbiennes a été réalisée au niveau 
intra-station (comparaisons de plusieurs carottes au sein d’une même station) et 
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enfin au niveau inter-station (comparaisons des stations d’échantillonnages le long 
du transect). 
En parallèle à cette approche spatiale horizontale, l’hétérogénéité verticale dans les 
sédiments est prise en compte (comparaison inter-strates sédimentaires).  
Cette analyse ciblant les communautés fonctionnelles est réalisée en regard des 
communautés microbiennes totales (bactéries et archées) auxquelles elles 
appartiennent. Ceci permet d’étudier de possibles co-structurations entre les 
communautés totales et fonctionnelles. Enfin, les relations entre la structure des 
communautés microbiennes et les paramètres environnementaux ont été testées.  
 
Dans un premier temps, ce travail permet de répondre à des questionnements 
méthodologiques, à savoir :  
- Les extraits ADN doivent-ils être analysés séparément ou en les regroupant en 
pool ? 
- Combien de réplicats faut-il analyser pour caractériser la structure des 
communautés méthanogènes et méthanotrophes benthiques? 
- Combien de carottes sédimentaires sont nécessaires, au sein des stations 
d’échantillonnage, pour l’étude de la structure des communautés microbiennes 
benthiques ?  
 
Les hypothèses de travail testées, quant à la variabilité spatiale, ont été les 
suivantes :  
- Les communautés microbiennes totales (bactéries et archées) ayant une 
diversité plus importante que les communautés fonctionnelles (méthanogènes 
et méthanotrophes), et donc des préférences écologiques plus diversifiées, 
devraient être caractérisées par des changements de structure plus importants, à 
la fois à l’échelle verticale (inter-strate) et à l’échelle horizontale (intra-
station). 
- A l’échelle horizontale, la structure des communautés microbiennes benthiques 
(totales et fonctionnelles) devrait être plus comparable au sein d’une station 
d’échantillonnage (entre plusieurs carottes au sein d’une même station), du fait 
de faibles variations de conditions environnementales, qu’elles ne le sont au 
niveau inter-stations, c’est à dire le long du transect zone côtière – zone 
pélagique, du fait de conditions environnementales contrastées. 
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- A l’échelle verticale, la structure de l’ensemble des communautés étudiées 
devrait changer dans la verticalité sédimentaire, en lien avec de possibles 
changements de conditions d’oxydoréduction (surface vs. sédiment profond). 
Les communautés microbiennes totales, ayant des préférences écologiques 
diversifiées, devraient être affectées de changements de structure plus 
importants entre chaque strate sédimentaire que les communautés 
fonctionnelles, dont les préférences écologiques sont plus spécifiques.  
 
(ii)  Le second objectif vise à appréhender les variations de structure et d’abondance 
des méthanogènes et des méthanotrophes, en lien avec la dynamique temporelle 
lacustre (stratification vs. brassage), et à identifier la diversité de ces deux 
communautés fonctionnelles. Cette étude a été réalisée sur les mêmes stations 
d’échantillonnage (le long du transect) et dans la verticalité des sédiments. La 
dynamique temporelle est observée grâce à plusieurs dates d’échantillonnage 
sélectionnées au cours de l’année en fonction de la dynamique de stratification de 
la colonne d’eau (stratification vs. brassage) et en lien avec les variations 
d’oxygénation à l’interface eau-sédiment (oxique vs. anoxique). 
 
Les hypothèses de travail testées, quant à la variabilité temporelle, ont été les 
suivantes :  
- Les changements d’oxygénation à l’interface eau-sédiment devraient affecter 
différemment la structure et l’abondance des communautés méthanogènes et 
méthanotrophes en fonction des stations d’échantillonnage. Les variations 
d’oxygénation étant plus fortes sur la station d’échantillonnage la plus 
profonde (subissant plusieurs mois d’anoxie), l’amplitude des modifications, 
de structure et d’abondance, devrait être plus importante sur cette station que 
sur les autres. 
- Pour une variation d’oxygénation à l’interface eau-sédiment identique pour les 
deux communautés (augmentation ou baisse de la saturation en oxygène), la 
réponse des méthanogènes et des méthanotrophes, devraient être opposée du 
fait de leurs différences de préférences écologiques en termes d’oxygénation.  
- L’interface eau-sédiment est soumise à des variations d’oxygénation, 
contrairement aux strates plus profondes. Ces variations d’oxygénations 
modifient la localisation de l’interface oxique/anoxique entre les premiers 
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millimètres des sédiments et l’hypolimnion ce qui induit des changements de 
conditions d’oxydoréduction dans la verticalité des sédiments. L’ensemble de 
ces changements pourrait avoir une influence sur la structure et/ou l’abondance 




Ce manuscrit est structuré en 5 chapitres : 
- une synthèse bibliographique décrivant les processus que sont la méthanogénèse et la 
méthanotrophie, les acteurs les réalisant, ainsi que l’état des connaissances concernant 
la distribution de ces communautés dans les sédiments lacustres et les facteurs 
environnementaux qui les influencent. 
- une partie ‘matériel et méthodes’ décrivant la stratégie d’étude et d’échantillonnage 
des sédiments à l’échelle spatiale et temporelle ainsi que le site d’étude, les méthodes 
utilisées pour l’analyse de la structure, de l’abondance et de la diversité des 
communautés microbiennes benthiques. 
- le chapitre 3 présente les résultats acquis concernant l’étude de l’hétérogénéité et la 
variabilité spatiale des communautés microbiennes benthiques totales, méthanogènes 
et méthanotrophes. 
- le chapitre 4 présente les résultats relatifs à la variabilité temporelle des communautés 
méthanogènes et méthanotrophes dans les sédiments en lien avec la dynamique 
saisonnière (thermique et biologique) lacustre. 
- la dernière partie du manuscrit est consacrée à la discussion générale et aux 
























I. Le méthane 
 
Le méthane, CH4, fut découvert à la fin du XVIIIème siècle par Alessandro Volta. En 
1776, il décrit ses premières expériences sur un gaz inflammable qui s’échappe des sédiments 
littoraux du lac Majeur en Italie (Reeburgh, 2007). Il est le plus simple des hydrocarbures 
avec un seul atome de carbone. Puissant gaz à effet de serre, au même titre que le dioxyde de 
carbone (CO2) et le protoxyde d'azote (N2O), il fait partie de la liste des gaz dont les 
émissions anthropiques doivent être réduites d'après le protocole de Kyoto. Sa durée de vie 
dans l’atmosphère est de 8 ans (Conrad, 2009) et son forçage radiatif est de + 0,48 W.m2 
(compris entre + 0,43 et + 0,53 W.m2, IPCC, 2007). Le forçage radiatif est une mesure 
(énergie reçue / énergie émise) permettant d’évaluer l’impact de certains facteurs climatiques 
sur l’équilibre énergétique du système Terre / atmosphère. Un forçage radiatif positif, pour un 
facteur ou un ensemble de facteurs, signifie une augmentation de l’énergie du système Terre / 
atmosphère et donc va entrainer un réchauffement climatique. Le méthane a le second forçage 
radiatif le plus important, après celui du CO2 (+ 1,66 W.m2, IPCC, 2007), mais il est estimé 
que, sur une période de 100 ans, une molécule de méthane a un impact sur le réchauffement 
global 25 fois supérieur au CO2 (Solomon, 2007). Dans le contexte actuel de réchauffement 
climatique, la concentration de méthane atmosphérique est devenue un enjeu important, 
d'autant plus qu'au cours du seul XXème siècle, sa concentration a doublé. D'après l'European 
Environment Agency la concentration de méthane dans l'atmosphère est passée de 900 ppb en 
1900 à 1800 ppb actuellement (Figure 1), pour un bilan global, de méthane émit dans 
l’atmosphère, estimé entre 500 et 600 Tg CH4.an-1 (Conrad, 2009).  
 
Figure 1 : Evolution de la concentration atmosphérique du méthane depuis 1750 (en partie par 





1. Sources de méthane atmosphérique 
 
Un écosystème émetteur de méthane est appelé « écosystème source » car il va libérer une 
quantité significative de méthane de manière à augmenter la concentration atmosphérique. A 
l’inverse, un écosystème qui est capable de le stocker est appelé «écosystème puit ». Tous les 
écosystèmes ne sont pas équivalents en termes d’émission de méthane. Celui-ci est produit à 
hauteur de 37% par des processus naturels (Figure 2), c'est à dire qu’environ 2/3 du méthane 
actuellement émis dans l'atmosphère est produit par des processus anthropiques. Parmi les 
écosystèmes naturels, les zones humides sont de loin les écosystèmes qui émettent le plus de 
méthane (environ 70% des sources naturelles), les écosystèmes lacustres arrivant en seconde 
position avec 13% des émissions de méthane vers l’atmosphère pour un bilan moyen de 30 Tg 
CH4.an-1 (Figure 2). Les écosystèmes aquatiques (eaux douces et océans) sont aussi 
d’importants consommateurs de méthane, plus de 80% de la production brute serait 
consommée au sein même de l’écosystème (Reeburg, 2007), ceci diminuant fortement le bilan 




Figure 2 : Représentation des proportions entre les sources de méthane anthropiques (bleu, 
63%) et naturelles (vert, 37%) contribuant au bilan global du méthane atmosphérique (566 Tg 
CH4.an-1), d’après le rapport 2010 de l’EPA (United State Environmental Protection Agency). 
Les sources naturelles sont séparées en 6 catégories : les zones humides (71,6%, rouge), les 
océans, estuaires et rivières (3,8%, vert clair), le permafrost (0,2% en violet), les lacs (12,6%, 
turquoise), les arthropodes terrestres (principalement les termites, 8,4%, orange) et les 
animaux sauvages (3,4%, bleu clair).  
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Toutefois les chiffres sur les émissions de méthane par les écosystèmes (notamment 
lacustres) tendent à évoluer vers une augmentation des estimations. Plusieurs facteurs peuvent 
expliquer ces évolutions : une meilleure connaissance des processus microbiens impliqués 
dans le cycle du méthane (notamment les facteurs environnementaux influençant la 
production et la consommation de méthane dans l’environnement), une meilleure 
compréhension du cycle en lui même (notamment des modes de transport du méthane vers 
l’atmosphère) et l'actuel réchauffement climatique qui est à l’origine d’une augmentation des 
températures à de hautes latitudes. Ce dernier point est à l’origine d’une diminution 
importante de la surface couverte par des zones englacées qui sont d’importants puits de 




2. Transport du méthane dans les lacs et émission vers l’atmosphère 
 
Les estimations des émissions de méthane par les écosystèmes varient beaucoup en 
fonction des études, les méthodes de mesures et les modèles de prédiction utilisés pouvant 
tous deux être en cause. Mais les variations entre les estimations sont aussi dues aux modes 
d'émissions du méthane. En effet, le méthane peut être transporté à partir des écosystèmes 
lacustres vers l'atmosphère par différentes voies et les études ne les prennent pas forcement 
toutes en compte.  
Dans les lacs, le méthane est produit dans les zones anoxiques sédimentaires, ou dans 
l'hypolimnion lorsque la colonne d’eau est stratifiée, puis il est transporté vers l’atmosphère 
via 4 voies principales décrites par Bastviken et al. (2004) :  
a. Le bullage : il s’agit de la formation de bulles de méthane, ceci se produit lorsque 
la concentration en méthane dépasse la limite de solubilité (à 20°C, 0,023 g.kg-1 
d’eau). La température et la pression hydrostatique sont 2 paramètres influençant 
ce mode de transport qui sera favorisé dans les écosystèmes de faibles profondeurs 
et les zones littorales où la pression hydrostatique est plus faible et la température 
plus élevée (Figure 3). Cette voie représenterait entre 40 et 60% des émissions de 
méthane atmosphérique (Bastviken et al., 2004) dans les écosystèmes lacustres.  
b. La diffusion : le méthane peut être transporté des zones anoxiques vers les zones 





l’on retrouve des gradients comme dans la thermocline. L’émission du méthane 
vers l’atmosphère par diffusion dépend de la difference de concentration entre les 
2 compartiments. La turbulence, par exemple le vent, peut être un accélérateur de 
diffusion du méthane entre l’eau et l’atmosphère (Figure 3). Bastviken et al. 
(2004) ont observé une corrélation entre la taille des lacs et le phénomène de 
diffusion : le taux de diffusion augmentant avec la taille du lac et pouvant ainsi 
contribuer à plus de 50% des émissions de méthane dans les grands lacs.  
c. Le brassage : dans les lacs stratifiés, le méthane peut s’accumuler dans les couches 
anoxiques de la colonne d’eau (hypolimnion) permettant ainsi son stockage. Le 
méthane peut être libéré de ces zones de stockage, par diffusion, pendant les 
périodes de brassages saisonniers (Figure 3). Le volume de méthane stocké est 
variable selon la profondeur des lacs, leurs tailles et la durée des périodes 
d’anoxie, ce qui le rend difficilement évaluable. D’autant plus que sa libération est 
temporaire. Ce mode de transport peut contribuer jusqu’à 45% des émissions de 
méthane par les lacs (Bastviken et al., 2004).  
d. Les plantes : dans les zones littorales lacustres la végétation peut être un vecteur de 
méthane vers l’atmosphère (Figure 3). Les racines sont constituées d’un tissu 
aérifère (aérenchyme) qui contient des canaux avec de larges cavités qui 
permettant les échanges gazeux (oxygène, éthylène, méthane…) entre les parties 
dans et hors de l’eau. Ce transport par les plantes représenterait 1 à 15% des 
émissions de méthane en fonction du couvert de plantes (Bastviken et al., 2004).  
Une grande partie du méthane produit par les écosystèmes aquatiques est consommée 
au cours de son transport vers l'atmosphère, environ 30 à 99% selon les estimations 
(Bastviken et al., 2008). Ainsi le méthane émis par les écosystèmes lacustres ne représenterait 
qu’une faible partie du carbone total produit par ces mêmes écosystèmes (10% environ, 
Tranvik et al., 2009). Le méthane qui n'est pas dégradé au cours de son transport arrive 
finalement dans l’atmosphère où la plus grande partie subit une oxydation photochimique 
avec les radicaux hydroxyl, OH (environ 90% d'après Kirschke et al., 2013).  
Dans l'atmosphère le méthane capte une partie du rayonnement infrarouge émis par la 
Terre. Il empêche ainsi les rayonnements d'être évacués et participe donc au réchauffement 
climatique. Il est primordial, dans le contexte actuel, d'une part, de réduire des apports de 









Figure 3 : Illustration des différents types de transports du méthane dans les écosystèmes 







3. Les écosystèmes lacustres : émetteurs de méthane ? 
 
 Les estimations de méthane produit, consommé et émis vers l’athmosphère par les 
écosystèmes lacustres varient en fonction des études. Ainsi le rapport de l’EPA (2009) estime 
que les lacs émettent en moyenne 30 ± 20 Tg CH4.an-1 en prenant en compte les estimations 
publiées lors de la rédaction de ce rapport (Bastviken et al., 2004 : estimation comprise entre 
8 et 48 Tg CH4.an-1 et Reeburgh, (2007) : 10 Tg CH4.an-1). Toutefois, des études plus récentes 
tendent à montrer que ces chiffres sont bien en dessous de la réalité. Bastviken et al. (2011) 
revoient leurs estimations d'émission de méthane par les écosystèmes d'eau douce à la hausse. 
Lors de cette étude, ils ajoutent aux lacs, les réservoirs et les rivières, permettant ainsi de 
prendre en compte les données de 474 écosystèmes d'eau douce à différentes latitudes. 
Bastviken et al., (2011) estiment ainsi à 104 Tg CH4.an-1 les émissions pour les écosystèmes 
d’eau douce. Pour les seuls écosystèmes lacustres cette étude prend en compte les données 
d'émissions (bullage, diffusion et stockage) de 97 lacs et estime les émissions de méthane à 72 
Tg CH4.an-1. Bien que cette étude englobe un grand nombre de lacs, les estimations 
d'émission de méthane sont probablement encore sous estimées. Ainsi Yang et al. (2011) 
estiment que rien que pour les lacs de Chine, qui n'ont pas été inclus dans l'étude de 2011, 3 
Tg CH4.an-1 seraient à rajouter au bilan de Bastviken et al. (2011). Quelques soient les études 
sur les écosystèmes lacustres, un point commun ressort de celles–ci : les lacs sont des sources 
de méthane, et, malgré la petite proportion que ceux-ci occupent sur Terre (0,9%, Downing et 
al., 2006), ils apportent une grande contribution aux émissions de méthane dans l’atmosphère.  
 La difficulté de réaliser des estimations fiables peut être expliquée par plusieurs 
facteurs en lien avec : 
- la superficie du lac qui influence le stockage et la diffusion du méthane : plus la 
superficie est importante, plus le stockage et important et moins il y a de diffusion 
(Bastviken et al., 2004) 
- la profondeur maximum de la colonne d’eau et le volume de la fraction anoxique : 
lorsqu’elles augmentent, elles entraînent un accroissement de la capacité de stockage 
(Bastviken et al., 2004) 
- la surface couverte par les macrophytes : bien que peu prise en compte elle pourrait 
également être un facteur important (Bastviken et al., 2004).  
Au sein d’un lac, les émissions de méthane sont hétérogènes et des différences sont observées 
entre les zones pélagiques et littorales. Plusieurs études récentes (Bussmann et al., 2013 ; 





méthane dans les écosystèmes lacustres sont supérieures dans les zones littorales car le 
méthane n'a pas le temps d'être consommé ou dissous dans la colonne d'eau avant d'arriver à 
l'interface eau-air contrairement aux zones pélagiques. Le phénomène est d'autant plus 
marqué dans les lacs profonds où les zones pélagiques n'émettent quasiment pas de méthane 
(Bussmann et al., 2013 ; Schmid et al., 2013).  
Dans les lacs monomictiques et dimictiques, l'hypolimnion tend à devenir hypoxique 
voire anoxique ce qui en fait une zone propice à l'accumulation de méthane (Bastviken et al., 
2004). Lors du brassage saisonnier, le méthane accumulé dans l’hypolimnion est libéré dans 
l'ensemble de la colonne d'eau. Cette libération est intense et rapide, créant ainsi des pics 
saisonniers d’émissions de méthane. Fernandez et al. (2014) démontrent que 46% du méthane 
stocké dans l'hypolimnion est émis lors du brassage saisonnier et qu'il représente 80% des 
émissions annuelles. Les lacs de hautes latitudes présentent une rythmicité similaire, ils 
accumulent du méthane dans la colonne d'eau durant les périodes de gel (glace à l'interface 
eau-air), empêchant celui-ci d'être libéré dans l'atmosphère. Lors du dégel, à la saison chaude, 
ces lacs libèrent de grandes quantités de méthane correspondant entre 12 et 100% de leurs 
émissions annuelles (Karlson et al., 2013). Ces lacs sont relativement peu étudiés alors qu’ils 
présentent un fort potentiel de production de gaz à effet de serre. Tous les lacs ne vont pas être 
égaux en termes d'émissions de méthane du fait de leurs différentes caractéristiques 
morphologiques, géologiques, physico-chimiques, d’où l’importance d’étudier des lacs avec 
des morphologies contrastées, à différentes profondeurs (littoral vs. pélagique) et sur des 
transects de distance en rapport avec des différences d’apports de matière organique 
(autochtone vs. allochtone) afin d’estimer au mieux les émissions des écosystèmes lacustres.  
Les émissions de méthane de 2 lacs brésiliens avec des états trophiques différents ont 
été comparées (Palma-Silva et al., 2013). Ces deux lacs présentent des pics estivaux 
d’émissions de méthane, mais la concentration en méthane dans la colonne d'eau est plus 
importante dans le lac eutrophe (Biguás Lake) que dans le lac oligo-mésotrophe (Polegar 
Lake). Cet exemple spécifique illustre le rôle potentiel de l’état trophique et de la dynamique 
biologique saisonnière sur les flux de méthane dans les écosystèmes lacustres. Par 
conséquent, pour faire une estimation optimale des émissions de méthane par un écosystème 
lacustre il faut prendre en compte plusieurs points sur un transect de distance entre les zones 
littorales et pélagiques, à différentes dates en fonction de la rythmicité saisonnière du lac 
étudié et mesurer les différents types de transports de méthane. Ceci montre bien la 





II. Le cycle du méthane 
 
1. La méthanogénèse 
 
i. Production de méthane à partir de matière organique 
 
Le méthane est l’un des produits terminaux de la dégradation de la matière organique 
par des processus biochimiques en conditions anaérobies. Dans un premier temps, la matière 
organique est hydrolysée en macromolécules plus simples (protéines → acides aminés, lipides 
→ acides gras, polysaccharides → osides) par des bactéries hydrolytiques. Dans un second 
temps, les macromolécules formées précédemment vont être transformées en acides gras 
volatiles (acide gras propionique, butyrique...), en alcool (éthanol, ...), en acides organiques 
(acide lactique, ...) et en hydrogène et CO2 par des bactéries fermentatives. Dans un troisième 
temps, les bactéries acétogènes vont transformer les composés issus des phases précédentes en 
précurseurs du méthane, à savoir acétate, H2 et CO2. Enfin dans une dernière étape, le 
méthane sera produit par méthanogénèse. Il est généralement produit par les archées 
méthanogènes en conditions anaérobies ; toutefois, de récentes études montrent la possibilité 
d’une méthanogénèse en condition aérobie (Grossart et al., 2011 ; Tang et al., 2014). La 
méthanogénèse peut être réalisée à partir de différents précurseurs mais les donneurs 
d’électrons principaux sont le dihydrogène (H2), le formate et l’acétate, parfois des alcools 
peuvent être utilisés tels que le 2-propanol, le 2-butanol ou encore l’éthanol. Bien que les 
substrats de départ ne soient pas toujours les mêmes, l’étape finale de la formation du 
méthane fait toujours intervenir le methyl-coenzyme M. Ce dernier va réagir avec le 
coenzyme B (CoB-SH) pour former un hétérodisulfide (CoM-S-S-CoB) et du méthane 
(Figure 4) sous l’action d’une enzyme la méthyl-coenzyme M réductase (Hedderich & 






Figure 4 : Illustration de la dernière étape de la méthanogénèse (Hedderich & Whitman, 
2006). Abréviation : MCR : Méthyl Coenzyme M Reductase. 
 
La production de méthane est contrôlée par des facteurs environnementaux tels que la 
disponibilité en oxygène, des conditions strictement anaérobies lors de la méthanogénèse 
favorisent de forts taux de production de méthane (Lehours et al., 2005). Le substrat est lui 
aussi un paramètre déterminant car les méthanogènes sont en compétition avec d’autres 
organismes (SRB, bactéries dénitrifiantes…) pour l’accès au dihydrogène et à l’acétate 
(Borrel et al., 2011), tout comme la qualité et la quantité de matière organique (Schulz & 
Conrad, 1995 ; Schwarz et al., 2008). Duc et al. (2010) ont montré que dans les sédiments 
lacustres, la production de méthane est directement liée au ratio C:N de la matière organique, 
lorsque celui ci est faible (< 10) le taux de production de méthane est plus élevé que lorsque 
que le ratio C:N est élevé (> 10). L’influence de ces paramètres sur les méthanogènes, dans 
les écosystèmes lacustres, est décrite plus en détails dans la dernière partie de ce chapitre. 
 
ii. Les différentes voies métaboliques de la méthanogénèse 
 
 Comme nous l’avons vu, la méthanogénèse peut se faire à partir de différents 
précurseurs. Il existe 3 grandes voies métaboliques (Conrad, 2007) :  
 
a. Méthanogénèse hydrogénotrophe (Figure 5A) : le méthane est produit à partir de CO2 





4H2 + CO2 → CH4 + 2H2O; ΔG° = -131 kJ.mol-1 
 L’énergie est produite lors de la réduction d’un hétérodisulfide (CoM-S-S-CoB) issu 
de la dernière étape de la réaction. Cette voie métabolique consomme le dihydrogène produit 
par les bactéries fermentatives ; ainsi, méthanogènes et bactéries fermentatives forment des 
consortiums syntrophiques permettant de maintenir de faibles concentrations d’H2 dans le 
milieu (conditions nécessaires aux bactéries fermentatives, Stams & Plugge, 2009). Cette voie 
métabolique contribue en grande partie à la production de méthane dans l’environnement 
(Conrad, 1999).  
 
b. Méthanogénèse acétoclastique (Figure 5B) : l’acétate est transformé en CH4 et CO2 
selon l’équation suivante :  
CH3COOH → CH4 + CO2; ΔG° = - 35,6 kJ.mol-1 
 
 L’acétate est clivé en 2, le groupement carboxyl (COOH) est oxydé en CO2 et le 
groupement méthyl (CH3) est réduit en CH4. Dans cette voie métabolique le groupement 
méthyl rentre directement dans la voie des C1 à l’avant dernière étape de la méthanogénèse. 
Cette voie métabolique est principalement réalisée dans les écosystèmes d’eaux douces, 
froides et tempérées (Borrel et al., 2011).   
 
c. Méthanogénèse méthylotrophique (Figure 5C) : les composés méthylés (méthanol, 




Cas du méthanol : CH3OH + H2 → CH4 + H2O ; ΔG° =  -113 kJ.mol-1 
 
 
 Le groupement méthyl (CH3) est réduit en méthyl-coenzyme M puis en méthane. Un 
groupe methyl additionnel est oxydé afin d’obtenir le nombre d’électrons nécessaires (6) pour 
réaliser la voie inverse des C1 et libérer du CO2. En présence de groupe méthyl donneur et de 
H2, l’oxydation du groupe méthyl est inhibée et la totalité des groupements méthyl est réduite 








Figure 5 : Schéma des différentes voies métaboliques de la méthanogénèse (Hedderich & 
Whitman, 2006). La méthanogénèse peut être réalisée à partir de (A) CO2/H2, (B) d’acétate ou 
(C) de méthanol. Abréviations : CHO-MFR, N-formylmethanofuran ; CHO-H4MPT, N5-
formyltetrahydromethanopterin ; CH=H4MPT, N5,N10–methenyl-tetrahydromethanopterin ; 
CH2=H4MPT, N5,N10-methylene-tetrahydromethanopterin et CH3-H4MPT, N5-methyl-
tetrahydromethanopterin.  
 
2. La méthanotrophie 
 
i. Le méthane comme source d’énergie 
 
La méthanotrophie est une oxydation biologique du méthane en condition aérobie 
réalisée par les bactéries méthanotrophes. Elle fut décrite dès le début du 20ème siècle par 
Sohngen (1906). Dans les années 1970 une oxydation anaérobie du méthane a aussi été 
décrite, nous la détaillerons à la fin de cette partie. La méthanotrophie, en condition aérobie, 
permet l’utilisation du méthane comme source de carbone et d’énergie et est réalisée selon 
l’équation suivante :  
 






L’oxydation se déroule en 4 étapes, tout d’abord le méthane est transformé en 
méthanol, puis en formaldéhyde, en formate et finalement en dioxyde de carbone (Hanson & 
Hanson, 1996) :  
CH4 → CH3OH → CH2O → HCOOH → CO2 
 
Le formaldéhyde est un intermédiaire clef dans la méthanotrophie. L’assimilation du 
formaldéhyde peut se faire à partir de différentes voies (cf paragraphe suivant) qui ne seront 
pas réalisées par les mêmes espèces de méthanotrophes (cf III.3.i).  
Dans les écosystèmes lacustres la méthanotrophie est contrôlée par différents 
paramètres environnementaux. La disponibilité du méthane et de l’oxygène sont des 
paramètres indispensables. Les taux de consommation du méthane dans les écosystèmes 
lacustres sont les plus élevés à l'interface oxique / anoxique, c'est à dire dans les premiers 
centimètres des sédiments lacustres, mais aussi dans l'oxycline lorsque la colonne d'eau est 
stratifiée. Les taux d'oxydation du méthane varient dans le temps, les écosystèmes lacustres 
stratifiés vont potentiellement libérer de très grandes quantités de méthane au moment du 
brassage saisonnier. Durant ces périodes de brassage la colonne d'eau est aussi très oxygénée, 
le cumul de ces 2 paramètres (brassage + oxygène) favorise de très forts taux d'oxydation du 
méthane dans la colonne d'eau. Des études ont montré que l'ajout d'ammonium (NH4+) dans le 
milieu inhibe la méthanotrophie (Bosse et al., 1993, Bodelier & Laanbroek, 2004), ceci 
s’explique par une compétition entre les 2 molécules dont la structure chimique est similaire 
(CH4 et NH4+). Pour finir, le broutage par les ciliés, les flagellés, les amibes et les chironomes 
(Muraze & Frenzel, 2007 ; Deines et al., 2007) influe directement sur les communautés de 
méthanotrophes et donc sur la consommation de méthane de celles-ci. L’influence de ces 
paramètres sur les méthanotrophes, dans les écosystèmes lacustres, est décrite plus en détails 
dans la dernière partie de ce chapitre. 
  
ii. Les différentes voies métaboliques de la méthanotrophie 
 
Nous avons vu que la méthanotrophie commence par la transformation du méthane en 
méthanol puis en formaldéhyde. L'assimilation du formaldéhyde est une étape importante de 






- la voie du ribulose monophosphate (RuMP) : ce fut la première découverte par 
Quayle et collaborateurs dans les années 1960 (Hanson & Hanson, 1996). Dans cette voie 3 
moles de formaldéhyde sont assimilées pour former 3 intermédiaires carbonés (hexulose-6-
phosphate, fructose-6-phosphate et glycéraldéhyde-phosphate). Le glycéraldéhyde final peut 
ensuite être assimilé par les cellules ou être réarrangé pour former du ribulose-5-phosphate et 
recommencer un cycle. Cette voie serait un précurseur de l'évolution du cycle de Calvin 
(Hanson & Hanson, 1996).  
 
- la voie de la sérine : dans cette voie 2 moles de formaldéhyde et 1 mol de CO2 sont 
assimilées. Le formaldéhyde va réagir avec la glycine pour former la sérine, celle-ci sera 





Figure 6 : Schéma des différentes voies d'oxydation du méthane (Hanson & Hanson, 1996). 
Abréviation : RuMP, Ribulose monophosphate.  
 
iii. Voies métaboliques et acteurs microbiens de l’oxydation anaérobie 
du méthane (AOM) 
 
La méthanotrophie est un processus classiquement décrit comme aérobie, toutefois, 
depuis les années 70, des études (Martens & Berner, 1974 ; Barnes & Goldberg, 1976 ; 





(AOM = Anaerobic Oxidation of Methane). Les premières observations prouvent une 
disparition du méthane produit dans des environnements anoxiques au niveau d’une zone 
riche en sulfates avant même la présence d’oxygène. La première preuve d’une oxydation du 
méthane en conditions anaérobies vint par Hinrichs et al., (1999). Ils ont montré qu’une 
archée cultivable de l’ordre des Methanosarcinales utilisait le méthane comme seule source 
de carbone. Ces archées capables de méthanotrophie en conditions anaérobies furent appelées 
ANME (ANaerobic MEthanotrophs). Par la suite, Boetius et al. (2000) furent les premiers à 
identifier un consortium entre des archées et des bactéries sulfato-réductrices (SRB), prouvant 
définitivement que le méthane peut être utilisé comme source de carbone en conditions 
anaérobies via une coopération entre les archées, activant le méthane, et les SRB, qui 
fournissent les électrons nécessaires à la transformation. Depuis plus de 15 ans, l’AOM est un 
processus très étudié, notamment dans les écosystèmes marins (Orphan et al., 2001 ; Knittel et 
al., 2003 ; Reitner et al., 2005 ; Lloyd et al., 2006) mais aussi dans les sédiments (Crowe et 
al., 2011 ; Schubert et al., 2011), les sols (Cadillo-Quiroz et al., 2008 ; Zhang et al., 2008) et 
les aquifères (Shimizu et al., 2007).  
D’autres voies ont été découvertes même si il demeure encore beaucoup d’inconnues 
dans ces processus et concernant les communautés qui les réalisent. A l’heure actuelle, 3 
processus d’AOM ont été décrit impliquant une grande diversité de micro-organismes et de 
métabolismes.  
 
- Couplage AOM / réduction des sulfates (SDMO) : 
L’oxydation anaérobie du méthane couplée à la réduction des sulfates est un processus 
décrit essentiellement en milieu marin, avec des taux d’oxydation allant de 10 à 10 000 
nmol.cm-3.jr-1 en fonction de l’écosystème étudié (Knittel & Boetius, 2009). L’hypothèse d’un 
couplage entre les archées et les SRB a été émise par Hoehler et al. (1994) avant la mise en 
évidence du processus à la fin des années 1990 (Hinrichs et al., 1999 ; Boetius et al., 2000). 
L’AOM entre ces 2 communautés est réalisée selon l’équation suivante (Boetius et al., 2000) :   
 






Le consortium formé entre les 2 communautés a été mis en évidence par Boetius et al. 
(2000), les ANMEs appartenant aux Methanosarcinales et Methanomicrobiales (Knittel et al., 
2005) et les SRB à Desulfosarcina / Desulfococcus et Desulfobulbus.   
 
- Couplage AOM / cycle de l’azote (NDMO) :  
Le premier couplage démontré fut celui le l’AOM avec la dénitrification. Plusieurs 
études ont décrit la possibilité d’une oxydation anaérobie du méthane utilisant les nitrates 
(Valentine, 2000 ; Shima & Thauer, 2005) mais ce fut Raghoebarsing et al. (2006), qui 
démontrèrent le couplage entre les AOM et la réduction des nitrites. Ce couplage, encore mal 
connu, est réalisé selon l’équation suivante (Raghoebarsing et al., 2006) : 
 
 3CH4 + 8NO2- + 8H+ → 3CO2 + 4N2 + 10H2O ; ΔG° = -928 kJ.mol-1 CH4 
Ce processus est réalisé par un groupe bactérien nouvellement décrit et appelé NC10 
(Ettwig et al., 2008), dont la principale espèce est une bactérie appelée Candidatus 
Methylomirabilis oxyfera. Son fonctionnement est complètement différent du SDMO car il 
n’utilise pas la même voie métabolique (pas de gène mcrA), il s’agit en effet d’une nouvelle 
voie de « dénitrification intra-aérobie » (Ettwig et al., 2010). Celle ci utilise la production 
d’oxygène liée à la dismutation de 2 NO (Figure 7). Les principaux gènes de la 
méthanotrophie aérobie ont été identifiés chez Candidatus Methylomirabilis oxyfera (Figure 
8) mais l’intégralité de la voie et des gènes impliqués n’est pas encore clairement identifiée. 
Enfin, le groupe bactérien NC10 a été identifié dans plusieurs études sur des sédiments 
lacustres, ainsi on le retrouve dans le lac Biwa, le lac de Washington ou encore le lac Mystic 
(Ettwig et al., 2009). 
 
Au cours des différentes études sur le couplage entre AOM et le cycle de l’azote 
(Raghoebarsing et al., 2006 ; Ettwig et al., 2010), la présence d’une archée affiliée aux 
Methanosarcinales est décrite (AAA : AOM-associated Archaea). Toutefois, celle-ci disparait 
après une longue incubation ce qui montre qu’elle n’est pas essentielle au processus entre la 
dénitrification et l’AOM (Ettwig et al., 2010). Haroon et al. (2013) ont identifié cette archée, 
il s’agit d’une ANME–2d, appelée Candidatus ‘Methanoperedens nitroreducens’, qui est 
capable de réaliser la transformation des nitrates en nitrites. Haroon et al. (2013) ont 
également identifié chez cette espèce l’ensemble des gènes nécessaires à la méthanogénèse 





méthane en CO2. Ainsi, Candidatus ‘Methanoperedens nitroreducens’ fournit les nitrites 
nécessaires à la division NC10 afin de réaliser l’oxydation du méthane couplée à la 
dénitrification, mais est aussi capable d’oxyder le méthane en conditions anaérobies (Figure 
8).  
 
Figure 7 : Les différentes voies métaboliques chez Candidatus ‘Methylomirabilis oxyfera’ 
(Ettwig et al., 2010), a) la dénitrification, b) la méthanotrophie et c) voie de l’oxydation 
anaérobie du méthane couplé à la dénitrification. Les gènes en rouge sont absents du génome 
alors que ceux en vert sont présents. Les gènes en bleu sont présents à la fois dans le génome 
et le protéome.  
 
Figure 8 : Interaction entre les populations d’Archées ANME–2d et les bactéries NC10, 






- Couplage AOM / cycle du fer et du manganèse :  
Ce processus est le dernier, et le plus récemment décrit, des couplages permettant 
l’oxydation anaérobie du méthane. Il a été mis en évidence dans les sédiments marins de l’Eel 
River Basin en Californie par Beal et al. (2009). L’AOM avec le cycle du manganèse a été 
démontrée à partir d’un oxyde de manganèse : la birnessite (MnO2 dans l’équation) et est 
réalisée selon l’équation suivante (1) : 
CH4 + 4MnO2 + 7H+ → HCO3- + 4Mn2+ + 5 H2O ;  ΔG° = -790 kJ.mol-1 CH4 
 
L’AOM avec le cycle du fer a été démontrée à partir d’un hydrate de fer : la ferrihydrite 
(Fe(OH)3 dans l’équation) est réalisée selon l’équation suivante (2) : 
CH4 + 8Fe(OH)3 + 15H+ → HCO3- + 8Fe2+ + 21H2O ; ΔG° = -572 kJ.mol-1 CH4 
 
 D’après Beal et al. (2009), l’AOM couplée au manganèse a un taux de transformation 
plus élevé (14 µmol.an-1.cm3) qu’avec le fer (6 µmol.an-1.cm3). Toutefois ces 2 processus sont 
plus lents que la transformation avec les sulfates (SDMO, 52 µmol.an-1.cm3), ceci 
s’expliquant par le fait que les oxydes de fer et de manganèse sont des solides, contrairement 
aux sulfates et sont donc moins accessibles aux micro-organismes. Les principaux 
microorganismes identifiés dans ce processus sont des archées non cultivables et regroupées 
dans un clade nommé « marine benthic group-D (MBG-D) ». Quelques ANME-1 et ANME-2 
ont aussi été identifiés comme intervenants dans ces 2 processus. Toutefois, de nombreuses 
questions restent encore en suspens concernant ce couplage entre l’AOM et les cycles du fer 
et du manganèse. 
 
 
III.  Les acteurs du cycle du méthane  
 
1. Outils et marqueurs moléculaires pour l’étude des communautés 
méthanogènes et méthanotrophes 
 
L’étude des communautés microbiennes est longtemps passée par des techniques 





adaptées à l’étude de la diversité. Elles s’avèrent néanmoins encore utiles pour l’obtention de 
lignées pures mais aussi pour la conservation de souches de références. Le développement des 
techniques moléculaires a permis l’émergence de méthodes permettant l’étude des 
communautés microbiennes, dont celles impliquées dans le cycle du méthane, en termes de 
diversité, d’abondance ou de structure (Figure 9).  
Les techniques d’empreintes moléculaires ont l‘avantage de donner un accès rapide à 
la structure des communautés pour un grand nombre d’échantillons et sont donc couramment 
utilisées pour analyser des dynamiques temporelles ou des variabilités spatiales via le ciblage 
de séquences nucléiques d’interêt (ADNr 16S, ITS, gènes fonctionnels). Le gène codant 
l’ARNr 16S a été, dans un premier temps, utilisé pour l’étude des communautés 
méthanogènes et méthanotrophes dans les sédiments (Schwarz et al., 2007 ; Auguet et al., 
2010 ; Song et al., 2011 ; Bhattarai et al., 2012 ; Borrel et al., 2012). Puis, la description des 
processus liés à la méthanogénèse et à la méthanotrophie a mis en évidence les enzymes 
impliquées dans ces processus et, pour certains, les gènes codant ces enzymes se sont révélés 
être de bons marqueurs fonctionnels (cf paragraphes suivants). Les techniques d’empreintes 
moléculaires les plus couramment utilisées pour l’étude de ces communautés sont : 
- La T-RFLP qui se base sur le polymorphisme de taille, après restriction 
enzymatique, de séquences du gène d’intérêt (ADNr 16S, gènes fonctionnels). Le choix de 
l’enzyme (ou des enzymes) de restriction conditionne directement la structure obtenue (Luna 
et al., 2009).  
- La DGGE (Denaturing Gradient Gel Electrophoresis) et la TGGE 
(Temperature Gradient Gel Electrophoresis) se basent sur la séparation électrophorétique (gel 
d’acrylamide à gradient dénaturant) du polymorphisme du gène d’intérêt (Muyzer & Smalla, 
1998). Cette technique présente des biais de reproductibilité des conditions de migrations 






Figure 9 : Techniques de biologie moléculaire  permettant l’étude des communautés 
méthanogènes et méthanotrophes 
 
Afin de déterminer la diversité des communautés microbiennes le clonage – 
séquençage (Figure 9) est une approche très utilisée en écologie microbienne. La diversité des 
méthanogènes et des méthanotrophes est souvent appréhendée via l’utilisation du clonage-
séquençage (Bussman et al., 2004 ; Pester et al., 2004 ; Chan et al., 2005 ; Schwarz et al., 
2007 ; Angel et al., 2011 ; Biderre-Petit et al., 2011). Les techniques de séquençage massif 
permettent d’accéder à une grande majorité de la diversité, elles sont plutôt utilisées pour 
étudier la diversité « totale » bactérienne et archéenne dans lesquelles on peut identifier les 
communautés fonctionnelles telles que les méthanogènes et les méthanotrophes (He et al., 
2012).  
L’étude de l’abondance des comunautés microbiennes est réalisée via  différentes 





- la PCR quantitative (Costello et al., 2002 ; Rahalkar et al., 2009) qui se base 
sur la quantification d’un marqueur fluorescent dont l’émission est proportionnelle à la 
quantité d’amplicons générés pendant la réaction PCR. 
- FISH (Rahalkar et al., 2009) est une technique d’imagerie moléculaire  qui est 
basée sur l’utilisation de sondes fluorescentes permettant la détection spécifique d’organismes  
 
Enfin, pour l’étude des méthanotrophes, l’analyse des acides gras (PFLA) est utilisée 
(Costello et al., 2002 ; Dumont et al., 2006 ; Chowdhury & Dick, 2013) notamment car elle 
permet la discrimination des méthanotrphes de Types I et II (Le Bodelier et al., 2009). 
Toutefois, elle peut aussi être utilisée pour l’estimation de leur abondance (Costello et al., 
2002). 
 
2. Méthanogénèse et méthanotrophie : enzymes clés et marqueurs 
fonctionnels 
 
i. Méthanogénèse : la méthyl coenzyme M réductase 
 
 Quelle que soit la voie métabolique utilisée au départ de la méthanogénèse, la dernière 
étape, c'est à dire la formation de méthane, est toujours la même. Il s'agit du couplage entre le 
methyl coenzyme M et le coenzyme B pour former un hétérodisulfide et du méthane (Figure 
4). Cette transformation est réalisée par une enzyme unique : la méthyl-coenzyme M 
réductase (MCR) qui est hautement conservée chez les méthanogènes. On distingue deux 
isoenzymes, MCR I et MCR II (Figure 10). L'isoenzyme MCR I est constituée de cinq sous 
unités (mcrBCDGA) et est présente chez l'ensemble des méthanogènes, alors que l'isoenzyme 
MCR II (mrtBDGA) est retrouvée uniquement chez certaines espèces de méthanogènes (Luton 
et al., 2002). Par conséquent l'isoenzyme MCR I est caractéristique de l'ensemble archées-
méthanogènes et, pour cela, elle constitue un marqueur fonctionnel pour la méthanogénèse 
(Luton et al,. 2002). En particulier, la sous-unité alpha du gène mcr est hautement conservée. 
De plus, les phylogénies du gène codant l’ARNr 16S et de ce gène (mcrA) sont congruentes 
(Springer et al., 1995, Conrad, 2007, Figure 11). Ce gène, d’environ 1650 paires de bases, est 
aujourd’hui couramment utilisé comme marqueur fonctionnel pour l'étude des communautés 
méthanogènes dans l'environnement (Dhillon et al., 2005 ; Orphan et al., 2008 ; Conrad et al, 





Sekiguchi, (2011), ont synthétisé dans une revue l’ensemble des couples d’amorces existant et 
permettant d’utiliser ce gène comme marqueur pour l’ensemble des méthanogènes, de même 
que les sondes existantes afin de les détecter par fluorescence. Ces sondes peuvent être 
spécifiques de certaines espèces, genres, familles ou, pour certaines, de l’ensemble des 
méthanogènes (Narihiro & Sekiguchi, 2011).  
 
 
Figure 10 : Structure des opérons des isoenzymes MCR I et II de la méthyl coenzyme M 
réductase (Alvarado et al., 2014) 
 
 
Figure 11 : Comparaison des arbres phylogénétiques des méthanogènes issus de la sous-unité 
alpha de la méthyl coenzyme M réductase (mcrA) et du gène codant l'ARNr 16S (Conrad, 
2007). Le groupe Rice Cluster I est aujourd'hui représenté par l'ordre des Methanocellales 






ii. Méthanotrophie : la méthane mono oxygénase 
 
 Le premier gène utilisé pour la détection des méthanotrophes a été le gène codant la 
grande sous-unité de la méthanol déshydrogénase (mxa), mais elle n’est pas spécifique des 
méthanotrophes, par conséquent elle ne représentait pas un bon marqueur fonctionnel pour 
cette communauté. La première étape de la méthanotrophie est une étape clef puisqu'elle 
consiste en l'assimilation du méthane. De fait, l'enzyme qui réalise cette transformation est 
elle aussi une enzyme clef, il s'agit de la méthane mono-oxygénase (MMO). Cette enzyme est 
hautement conservée chez les méthanotrophes et existe sous 2 formes : une forme 
cytoplasmique soluble (sMMO, Figure 12) et une forme particulaire liée à la membrane 
(pMMO, Figure 12). La sMMO n'est pas présente chez tous les méthanotrophes contrairement 
à la forme particulaire qui est présente chez l’ensemble des méthanotrophes (sauf chez 
Methylocella silvestris qui n’a que la forme soluble).  
 
 
Figure 12 : Structure des opérons de le méthane mono oxygénase, (A) soluble, (B) particulaire 






Chez les méthanotrophes, l'opéron pmoCAB de la pMMO est présent en 2 copies 
identiques et une troisième copie de pmoC a été identifiée (Stolyar et al., 1999). Cette forme 
particulaire est très similaire au système utilisé par les bactéries nitrifiantes (ammonium mono 
oxygénase, amo) qui possèdent elles aussi 2 copies du gène amoCAB et une troisième de 
amoC (Murrel et al., 2000). Ceci s'ajoutant à la similitude des molécules oxydées dans ces 
processus (CH4 et NH4+). La forme particulaire de la méthane mono oxygénase, de par son 
omniprésence chez les méthanotrophes et son haut état de conservation, de même que la 
congruence entre les phylogénies du gène pmoA et du gène codant pour l’ARNr 16S font que 
celui-ci est un bon marqueur phylogénétique pour les méthanotrophes (Bourne et al., 2001, 
Semrau et al., 2010, Figure 13). Ce gène, d’environ 810 paires de bases (Semrau et al., 1995), 
est aujourd’hui souvent utilisé comme marqueur phylogénétique pour l'étude des 
communautés méthanotrophes dans l'environnement (Costello & Lidstrom, 1999 ; Pester et 
al., 2004 ; Cébron et al., 2007 ; Deutzmann et al., 2011 ; Barbier et al.; 2012 ; Ma et al.; 
2013). McDonald et al., (2008), ont recensé une dizaine de couples d’amorces existant et 
permettant d’utiliser ce gène comme marqueur pour l’ensemble des méthanotrophes. Il existe 
aussi des amorces permettant de cibler spécifiquement les genres les plus souvent retrouvés 
chez les méthanotrophes de Type I (Methylobacter, Methylococcus, …) et Type II (Costello & 




Figure 13 : Comparaison des arbres phylogénétiques des méthanotrophes issus de l'ADNr 16S 
(gauche) et de la sous unité alpha de la méthane mono oxygénase particulaire (droite, pmoA) 











 Les méthanogènes sont un groupe paraphylétique exclusivement archéen, affiliés aux 
Euryarchaeota. Actuellement, on connaît 34 genres de méthanogènes répartis en 6 ordres : 
Methanomicrobiales, Methanosarcinales, Methanobacteriales, Methanococcales, 
Methanocellales et Methanopyrales (Figure 11). L’ordre des Methanocellales était auparavant 
appelé Rice Cluster I (RC I), mais suite à l’isolement de la souche Methanocella paludicola 
SANAE, par Sakai et al. (2008), ce cluster fut renommé car ce genre a été identifié dans 
différents écosystèmes. Les méthanogènes sont le plus souvent classés en fonction du substrat 
qu’ils utilisent (cf partie II.1-ii), ainsi on va retrouver les méthanogènes hydrogénotrophes 
(ex : Methanobacteriales), acétotrophes (ex : Methanosarcinales) et les méthylotrophes (ex : 
Methanosphaerula, Methanobacterium). Toutefois, certaines espèces comme Methanosarcina 
sont capables d’utiliser différents substrats (acétate et CO2/H2) et vont donc être classées à la 
fois comme acétotrophes et hydrogénotrophes. L'ordre des Methanomicrobiales est celui pour 
lequel on compte le plus de genres connus à l’heure actuelle (12 genres, Figure 14) avec les 
Methanosarcinales (10 genres, Figure 14). Les Methanobacteriales et les Methanococcales 
comptent moins de genres, avec 5 genres décrits pour le premier et 4 pour le second (Figure 
14). Enfin les Methanocellales comptent 2 familles, les Methanocellaceae et les 
Methanoflorentaceae (Mondav et al., 2014) et les Methanopyrales sont représentés 
uniquement par Methanopyrus kandleri (Figure 14).  
 
 Il existe 2 clades qui ont été proposés pour être intégrés aux méthanogènes, ils sont 
basés sur des séquences issues de l’environnement :  
- Clade Mx (Mihajlovski et al., 2010) : basé sur des séquences issues de systèmes 
digestifs et de sols. Les séquences de ce clade possèdent le gène mcrA mais il est 
possible qu’il ne soit pas impliqué dans la méthanogénèse mais dans l’oxydation 
anaérobie du méthane (ANME-1)  
- Clade MSBL1 (Auguet et al., 2010) : basé sur des séquences issues de milieux 
hypersalins. Son activité de méthanogénèse n’a pas été prouvée directement, il a 





Figure 14 : Phylogénie et taxonomie des méthanogènes d’après Narihiro & Sekiguchi., 
(2011). L’arbre a été construit à partir de la méthode de Neighbour-Joining d’après les 
séquences de l’ADNr 16S. La famille des Methanoflorentaceae, nouvellement décrite, compte 
actuellement une seule espèce Candidatus ‘Methanoflorens stordalenmirensis’ est à ajouter 





ii. Physiologie  
 
Les méthanogènes possèdent des systèmes hautement spécialisés pour générer 
l’énergie nécessaire à leur croissance et à leur fonctionnement via le processus de 
méthanogénèse (cf III.1.i) car ils ont des capacités limitées de métabolisation des composés 
carbonés complexes. Les descriptions sont souvent basées sur des approches culturales, or très 
peu sont cultivables. Les principales caractéristiques des différents ordres de méthanogènes 
sont résumées dans le Tableau 1.  
 
Chacun des ordres de méthanogènes possède des caractéristiques spécifiques, ainsi les 
Methanosarcinales sont les seules à pouvoir utiliser l’acétate comme substrat. Chez les 
Methanomicrobiales, on retrouve quelques espèces mobiles telles que Methanospirillum 
hungatei et Methanoculleus marisnigri qui sont pourvues de flagelles. Quant aux 
Methanococcales, ils sont tous pourvus de flagelles. L’espèce Methanococcus maripaludis est 
capable de fixer l’azote car elle possède l’opéron nif (nitrogenase) qui lui permet de 
transformer le diazote (N2) en ammoniac (NH3). Chez les Methanobacteriales on retrouve des 
genres méso-thermophiles (Methanobacterium, Methanobrevibacter) et un genre thermophile, 
Methanothermus, dont l’optimum de croissance est compris entre 83 et 88°C. Enfin, les 
Methanopyrales constituent un ordre un peu particulier car une seule espèce a été décrite à ce 
jour, Methanopyrus kandleri (Kurr et al., 1991). Cette espèce a été découverte à 2 000 m de 
profondeur sur les parois d’une cheminée hydrothermale. Elle est strictement chemolitho-
autotrophe, hydrogénotrophe (H2, CO2) et hyperthermophile (84 – 110°C) avec un optimum 
de croissance à 98°C.   
 
Les études sur les méthanogènes étant de plus en plus nombreuses du fait de leurs 
implications dans la production de gaz à effet de serre, les connaissances sur ces 
communautés sont de plus en plus importantes. La diversité et la physiologie de cette 
communauté est relativement bien connue, toutefois de nouveaux genres (Mondav et al., 
2014) et de nouvelles espèces (Schirmack et al., 2014) sont encore découvertes et il en reste 








Tableau 1 : Description des principales caractéristiques chez les Methanomicrobiales, 
Methanosarcinales, Methanobacteriales et Methanococcales (Garcia et al., 2006 ; Bonin & 
Boone, 2006 ; Kendall & Boone, 2006). 
 
Caractéristiques Methanomicrobiales Methanosarcinales Methanobacteriales Methanococcales 
Morphologie 




(parfois en agrégat), 
bâtonnets 
Bâtonnets courts, 
coques Coques irrégulières 
Mol % G+C 38 - 61 36 - 54 26 - 61 30 - 33 
Substrats H2, CO2, formate, alcools 
H2, CO2, acetate, 
methylamines 
H2, CO2, formate, 
alcools H2, CO2, formate 
Températures 0°C – 60°C 2°C – 70°C 20°C – 97°C 18°C – 94°C 

















 Les méthanogènes jouent un rôle écologique majeur dans l’environnement, notamment 
par le recyclage des produits issus de la fermentation et du dihydrogène. Ils sont ubiquistes 
dans les environnements anoxiques où les accepteurs d’électrons sont limités (O2, NO3-, Fe3+, 
SO42-). Ils ont été décrits dans de nombreux environnements tels que les zones humides 
(Juottonen et al., 2005 ; Cadillo-Quiroz et al., 2006 ; Akiyama et al., 2011), les sédiments 
(Conrad et al., 2010 ; Biderre-Petit et al., 2011 ; Nolla-Ardevol et al., 2012 ; Zeleke et al., 
2013), les rizières (Conrad et al., 2007 ; Ma & Lu, 2011), les sources géothermales (Dhillon et 
al., 2005), le permafrost (Barbier et al., 2012) et les tractus digestifs d’animaux (Frey et al., 
2009). Les méthanogènes sont dépendants des premières étapes de la dégradation de la 
matière organique dans l’environnement qui mettent à leur disposition les substrats 
nécessaires à la méthanogénèse. Ainsi on retrouve 3 grands écosystèmes pour les 
méthanogènes dans l’environnement (Garcia et al., 2000), à savoir :  
- les environnements anoxiques : la matière organique est dégradée, la répartition des 
méthanogènes se fait en fonction du substrat et l’on trouvera dans ces environnements 
à la fois des méthanogènes acétotrophes et des hydrogénotrophes.  
- les tractus digestifs : le processus de minéralisation est incomplet et de nombreux 
produits intermédiaires sont formés mais sont absorbés via les voies nutritives, par 






- les sources géothermales : la matière organique est absente et les méthanogènes 
utilisent uniquement l’hydrogène formé par les processus géochimiques. Par 
conséquent, seuls les méthanogènes hydrogénotrophes sont présents.  
La distribution des méthanogènes dans l’environnement est dépendante de leur adaptation 
à différents paramètres tels que la température, le pH, l’oxygène ou la salinité. Toutefois la 
gamme d’adaptation de ces paramètres est assez vaste puisque l’on retrouve des 
méthanogènes entre 4 et 110°C, avec 11 genres thermophiles et 3 hyperthermophiles (Garcia 
et al., 2000). Les méthanogènes présentent également une très vaste gamme de tolérance à la 
salinité avec des genres halophiles tels que Methanogenium, Methanococcus et 
Methanocalculus (Garcia et al., 2000). A l’inverse, leur gamme de tolérance pour le pH est 
plutôt restreinte autour de la neutralité (pH 7). On retrouve cependant des méthanogènes dans 
des gammes allant de pH 5 à pH 9. Pour ce qui est de la tolérance à l’oxygène, pendant 
longtemps les méthanogènes ont été considérés comme strictement anaérobies et sensibles à 
de très faibles niveaux d’oxygène (< 10 ppm, Garcia et al., 2000), l’oxygène causant une 
dissociation irréversible du complexe enzymatique F420 qui permet la dernière étape de la 
méthanogénèse. Des études récentes tendent à montrer que certains méthanogènes seraient 
capables de vivre dans des conditions oxygénées et de réaliser la méthanogénèse (Angel et al., 
2011, Grossart et al., 2011, Tang et al., 2014). Angel et al. (2011) ont montré la présence de 
méthanogènes (Methanocella et Methanosarcina) dans des sols désertiques oxygénés. Ils ont 
également démontré que ces 2 genres, en plus de tolérer de longues périodes de dessiccation 
dans un sol désertique, toléraient l’oxygène et étaient capables de reprendre une activité de 
méthanogénèse après quelques jours d’inondation du sol. Methanocella et Methanosarcina 
ont la capacité de transcrire des gènes responsables de la détoxification de molécules réactives 
à l’oxygène (ROS, Reactive Oxygen Species), leur permettant d’éviter les dommages 
cellulaires, membranaires et protéiques que causent ces molécules. Methanosarcina est une 
espèce souvent retrouvée dans les écosystèmes lacustres. Les travaux de Angel et al. (2011) 
pourraient laisser penser que cette espèce peut être présente dans des compartiments oxygénés 
lacustres tel que l’interface eau-sédiment ou la colonne d’eau. 
Les méthanogènes sont aussi sensibles à différentes substances telles que l’éthylène et 
l’acétylène, et leur croissance, de même que la production de méthane, est inhibée par le 
fluorométhane (CH3F, Garcia et al., 2000). Des interactions entre des méthanogènes et 
d’autres communautés microbiennes ont été décrites, notamment des interactions 





composés tels que des alcools (Pelobacter), des acides gras (Syntrophobacter, 
Syntrophomonas, Clostridium), des acides benzoïques (Syntrophus), du fructose 
(Syntrophococcus) ou de l’acide glycolique (Syntrophobotulus). La consommation du 
dihydrogène par les méthanogènes permet la croissance de bactéries syntrophiques et 
l’oxydation des différents substrats (Garcia et al., 2000).  
 
 




 Les méthanotrophes aérobies ont été identifiés au début du XXème siècle (Semrau et 
al., 2010). Ils forment un groupe polyphylétique affilié aux bactéries du fait de la présence des 
gènes de la méthanotrophie, en particulier pmo, chez Methylacidiphilum et Crenothrix. Ceci 
ne serait pas dû à un transfert latéral de ces gènes mais plutôt à une divergence de ces groupes 
à partir des méthanotrophes il y a très longtemps (Semrau et al., 2010). La divergence entre 
les séquences codant pour pmoA suggère que d’autres méthanotrophes peuvent exister que ce 
soit au sein de phylums déjà connus (Proteobacteria et Verrucomicrobia) ou non (Semrau et 
al., 2010). A l’heure actuelle, il existe 4 grandes familles de bactéries méthanotrophes (Figure 
15) : Methylococcaceae (gamma-Protéobactéries, aussi appelé type I), Methylocystaceae 
(alpha-Protéobactéries, aussi appelé type II), Beijerinckiaceae (alpha-Protéobactéries) et 
Methylacidiphilaceae (Verrucomicrobia). La famille des Verrucomicrobia a été la dernière 
décrite (Dunfiled et al., 2007) et un nouveau genre a été récemment découvert : 
Methylacidimicrobium dont 3 espèces ont été décrites pour le moment (van Teeseling et al., 
2014). Parmi les bactéries méthanotrophes, on trouve une espèce anaérobie affiliée à la 






Figure 15 : Arbre phylogénétique des méthanotrophes aérobies et de la division NC10 
(méthanotrophes anaérobies) d’après les séquences de l’ADNr 16S (Borrel et al., 2011). 
L’arbre a été construit à partir de la méthode de Neighbour-Joining avec des valeurs de 
bootstrap (1000 réplicats). Le genre Methylacidimicrobium, nouvellement décrit (van 
Teeseling et al., 2014), est à inclure dans la famille des Verrucomicrobia. 
 
 
Les méthanotrophes les plus couramment décrits sont les Types I et II (Hanson & 
Hanson, 1996). Les méthanotrophes de Type I utilisent la voie de la RuMP alors que les 
méthanotrophes de Type II utilisent la voie de la sérine (cf partie II.2.ii, Figure 7). Un 
troisième type, appelé X, a été créé afin de faire un compromis pour des espèces ayant des 
caractéristiques des types I et II. Le Type X a été depuis reclassé dans la famille des 
Methylococcaceae (Bodrossy et al., 2003) avec l’appellation Type Ib, les autres membres de 
cette famille étant appelés Type Ia. Parmi les méthanotrophes de Type Ib on retrouve des 





thermotolérants voire thermophiles pour le genre Methylococcus. Enfin, Crenothrix poluspora 
et Clonothrix fusca ont été identifiés récemment comme étant des méthanotrophes facultatifs 
et sont phylogénétiquement proches des méthanotrophes de type I (Stoecker et al., 2006 ; 
Vigliotta et al., 2007). Malgré le nombre important (comparativement aux méthanogènes) 
d'espèces cultivables parmi les méthanotrophes, qui permet d'analyser plus facilement leurs 
caractéristiques physiologiques, morphologiques, écologiques et leurs adaptations spécifiques, 




Les méthanotrophes sont des bactéries méthylotrophes (utilisation de composés en C1) 
spécialisées dans l’utilisation du méthane comme source de carbone et d’énergie. Cette 
spécialisation les oblige à avoir les enzymes capables de cette transformation, en particulier la 
méthane mono-oxygénase (cf partie III.1.ii). Toutefois les différents clades de 
méthanotrophes se différencient en termes de voies métaboliques, de structure, de 
composition mais aussi en terme de préférences écologiques (ex : pH, température…). Les 
grandes caractéristiques des différents types de méthanotrophes sont résumées dans le 
Tableau 2. 
Les méthanotrophes ont été détectés au sein d’une très large gamme de pH et de 
températures, toutefois certains sont plus spécialisés que d’autres. C’est le cas, par exemple, 
de Methylacidiphilum fumariolicum dont le pH optimum est à 2 mais peut supporter des pH 
jusqu'à 0,8. De même, Methylacidiphilum infernorum a un optimum de température de 60°C. 
Nous disposons de peu de connaissances sur les méthanotrophes appartenant à la famille des 
Verrucomicrobia dont les espèces décrites, pour le moment, sont issues de régions 
géothermales et volcaniques (Italie, Russie et Nouvelle Zélande). Il est donc probable que de 
nouvelles espèces ou genres restent à découvrir au sein de cette famille et probablement aussi 




  L’étude de la structure, de la diversité, de l’activité et de l’écologie des 





méthane dans l’atmosphère. La capacité d’oxydation du méthane par ces communautés a été 
étudiée dans divers écosystèmes tels les sols (Bourne et al., 2001 ; Degelman et al., 2010 ; 
Semrau et al., 2010), les zones humides (Freitag et al., 2010 ; Akiyama et al., 2011 ; Yun et 
al., 2012), les rizières (Conrad, 2007 ; Krause et al., 2010 ; Ma et al., 2013), les lacs (Auman 
et al., 2000 ; Deutzman et al., 2011 ; Biderre-Petit et al., 2011), et les écosystèmes marins 
(Lösekann et al., 2007 ; Tavormina et al., 2010 ; Hirayama et al., 2013).  
Si le processus de méthanotrophie est directement impacté par la disponibilité du 
méthane, tous les méthanotrophes n’ont pas la même capacité d’oxydation du méthane. 
Certains méthanotrophes ont une haute affinité pour le méthane et sont capables de réaliser la 
méthanotrophie à de faibles concentrations en méthane (< 2 ppm). Ils seraient responsables de 
l'oxydation d'environ 10% du méthane produit (Chowdhury & Dick, 2013). A l’inverse, 
d’autres méthanotrophes ont une faible affinité pour cette molécule et vont avoir besoin de 
fortes concentrations en méthane pour pouvoir l’oxyder (> 40 ppm). Ces méthanotrophes 
domineraient les environnements anoxiques tels les rizières, les sédiments ou les tourbières 
(Chowdhury & Dick., 2013). La disponibilité de l’oxygène est également importante et il a été 
démontré que les méthanotrophes sont capables de résister à l’absence d’oxygène et de 
reprendre des activités de méthanotrophie après plusieurs semaines de privation (Roslev & 
King, 1996). Une étude de Amaral & Knowles, (1995) a conclu que les méthanotrophes de 
Type II sont dominants dans les écosystèmes où la concentration en oxygène est faible et celle 
de méthane élevée, et inversement pour les méthanotrophes de Type I. A ceci s’ajoute une 
étude montrant la prédominance des méthanotrophes de Type II lorsque les concentrations en 
méthane augmentent (Macalady et al., 2002). Toutefois, en milieu naturel, les 2 types de 
méthanotrophes sont présents et actifs. Il semble que les méthanotrophes de Type I répondent 
plus rapidement aux changements environnementaux, du fait d’une croissance rapide 
(stratégie r), et sont favorisés dans des environnements hétérogènes, contrairement aux 
méthanotrophes de Type II dont les populations sont plus stables (stratégie k, Semrau et al., 
2010 ; Ma et al., 2013).  
  
Tableau 2 : Description des caractéristiques physiologiques des bactéries méthanotrophes d’après Semrau et al. (2010) ; Bowman, (2014) et 
van Teeseling et al. (2014).  
 
Caractéristiques Type Ia Type Ib Type Ic Type II Type II Verrucomicrobia 
Affiliation Gammaprotéobactérie Alphaprotéobactérie Verrucomicrobia 






















Type de MMO pMMO (sMMO rare) pMMO et sMMO pMMO ou 
sMMO pMMO 
Voies 
métaboliques RuMP Sérine Cycle de Calvin 
Acides gras C16:0, C16:1 C14:0,C16:0,C16:1 C16:0, C18:1 C18:1 
C18:0, C15:0 anteiso, 
C14:0iso 
NA 




Thermophiles Mésophiles Thermophiles Mésophiles 
pH Neutre Neutre - Alcalin Neutre Neutre - Alcalin Acide Acide 
Methylotrophie + + + + +/- + 
Fixation de 
l’azote +/- +/- - +/- + +/- NA 
Ratio G+C (% 
mol) 56 - 66 43 - 60 54 - 62 60 - 67 60 - 63 40 - 46 60 - 64 






D’autres paramètres environnementaux influencent la structure de ces communautés, 
de leurs activités et de l’oxydation du méthane dans les lacs : la température qui semble être 
un facteur impactant la structure des méthanotrophes, favorisant les Type I en dessous de 
12°C et les Type II au dessus (Semrau et al., 2010 ; Borrel et al., 2012). De nombreuses 
études ont tenté de comprendre l’influence de l’azote sur les méthanotrophes et la 
méthanotrophie. Certaines ont montré que l’augmentation d’ammonium inhibait la 
consommation de méthane (Bédard & Knowles, 1989 ; Bosse et al., 1993) et d’autres 
l’inverse (Bodelier & Laanbroek 2004). L’azote est un paramètre qui a souvent été étudié, 
mais ses effets sur la méthanotrophie et sur les méthanotrophes restent peu clairs et difficiles à 
expliquer actuellement. Un dernier paramètre est le broutage par des protozoaires tels que des 
amibes, des ciliés ou des flagellés (Muraze & Frenzel, 2007) influant sur les méthanotrophes. 
Les protozoaires régulent la structure des communautés, leur taille et leurs activités (Murase 
& Frenzel, 2008) ce qui impacte par la suite la capacité des méthanotrophes à oxyder le 
méthane. L’importance de ce facteur sur la structure de la communauté (broutage sélectif, 
Jones & Grey, 2011) et la méthanotrophie n’est pas encore clairement définie. 
 
 
5. Les ANME : méthanotrophes anaérobies 
 
i. Identification des ANME 
 
La mise en évidence de l’AOM avec la réduction des sulfates a permis de découvrir 
que des archées, toutes issues des Euryarchaeota, réalisent ces processus. Jusqu'alors seules 
des bactéries ont été identifiées comme méthanotrophes. Les ANME constituent 3 groupes, 
nommés ANME -1, -2 (a, b, c, d) et -3 qui sont relativement proches des Methanosarcinales 
et Methanomicrobiales. Les ANME ont été détectés dans différents environnements  : le 
milieu marin, où ils ont été découverts, (Hinrichs et al., 1999 ; Orphan et al., 2001 ; Hallam et 
al., 2004), les écosystèmes lacustres (Jiang et al., 2008 ; Schubert et al., 2011), les aquifères 
(Gihring et al., 2006 ; Shimizu et al., 2007), les sols (Steinberg & Regan, 2008 ; Zhang et al., 
2008) ou encore les traitements d'eaux usées (Steinberg& Regan, 2008). Les ANME sont 
présents dans le milieu naturel soit à l’état de cellules libres (Figure 16a, h) soit en consortium 
avec d’autres micro-organismes (Figure 16). Les ANME-1 et -2 forment le plus souvent des 





ANME-3 s’associent avec Desulfobulbus (Knittel & Boetius, 2009). Toutefois des 
associations entre les ANME – 2c / Desulfobulbus ont été observées, de même que des 
consortiums entre ANME – 2c et des Alphaprotéobactéries (Sphingomonas spp.) et des 
Betaprotéobactéries (Burkholderia) (Knittel & Boetius, 2009).  
 
 
Figure 16 : ANME observées en épifluorenscence par FISH ou CARD-FISH (Knittel et 
Boetius, 2009), (a) ANME-1 cellules seules (Black Sea), (b) ANME – 1 (rouge) en 
consortium avec Desulfosarcina (vert), (c, d, e)  ANME – 2a (rouge) en consortium avec 
Desulfosarcina (vert), (f, g) ANME – 2c (rouge) en consortium avec Desulfosarcina (vert), 






Comme dit précédemment, les ANME ont été intensivement étudiés au cours des 
dernières années montrant ainsi leur affiliation phylogénétiquement proche des 
méthanogènes. Hallam et al. (2003) ont démontré que les ANME possèdent le gène mcrA 
(associé à la méthanogénèse), mais que celui-ci présente des modifications au niveau de 
parties hautement conservées, sujettes à des méthylations affectant la géométrie de la 
protéine. De plus, Hallam et al. (2003) ont démontré que ce gène permet une identification 
fonctionnelle des ANME au même titre que l'ADNr 16S (Figure 17). Chez les ANME-1, 
presque tous les gènes impliqués dans la méthanogénèse sont présents (Hallam et al., 2004). 
L'hypothèse avancée étant que l'oxydation du méthane par les ANME serait issue de la 
méthanogénèse inverse. Kruger et al. (2003), ajoutent une preuve biochimique à cette 
hypothèse en isolant un complexe enzymatique, appelé Ni-protein I et II, associé au cofacteur 
F430, ayant un très fort degré de similarité avec MCR et étant présent dans 10% des protéines 
extraites (7% Ni-protein I et 3% Ni-protein II) alors qu'il n'a jamais été identifié chez les 
archées méthanogènes. Ces Ni-protéines ont été identifiées comme étant MCR du fait de leur 
structure, de leur composition et du cofacteur F430. La Ni-protein I a un cofacteur F430 modifié 
contrairement à la Ni-protein II. La première a été identifiée chez les ANME - 1 et la seconde 
chez les ANME - 2 (Thauer & Shima, 2008). Le nickel présent au centre du cofacteur F430 
permet de catalyser l'oxydation du méthane chez les ANME (Figure 18).  
Une récente étude a mis en évidence le fait que les ANME (au moins les ANME-1) 
sont capables d’être à la fois producteurs et consommateurs de méthane. En effet, Lloyd et al. 
(2011) ont émis l'hypothèse que les ANME -1 sont potentiellement capables de passer de la 
méthanogénèse à l'AOM et inversement. Scheller et al. (2011) ont démontré 
expérimentalement que l'enzyme MCR des méthanogènes est capable de réaliser l'AOM à des 
taux proches de ceux observés dans le milieu naturel, validant ainsi l'hypothèse de la voie de 




Figure 17 : Comparaison des arbres phylogénétiques de l'ADNr16S et du gène mcrA basée sur des séquences environnementales et des espèces 
méthanogènes, d'après Hallam et al. (2003). Les valeurs de bootstraps sont basées sur 1000 réplicats et seules les valeurs supérieures à 50% sont indiquées. 
L'arbre a été enraciné avec Methylocadoccocus spp.. Les ANME - 1 sont représentés en bleu et les ANME - 2 en rouge. Abréviations : ER; Eel River ; MC, 






Figure 18 : Représentation du cofacteur F430 chez les ANME et schéma de la dernière étape de 
la méthanogénèse et la première de la méthanogénèse inverse dans l'oxydation anaérobie du 
méthane par les ANME, d'après Jaun & Thauer, (2009). 
 
ii. L’AOM dans les lacs 
 
 L'étude de l'oxydation anaérobie du méthane dans les écosystèmes lacustres est 
relativement récente et peu de travaux ont été réalisés comparativement au milieu marin. 
L'une des grandes différences avec les écosystèmes marins est la faible concentration en 
sulfates dans les sédiments des écosystèmes lacustres. Étant donné que les premières preuves 
d'AOM dans l'environnement ont été montrées par le couplage avec des SRB, l'AOM dans les 
lacs n'a pas été très étudiée. Toutefois, elle a été mise en évidence à la fois dans les sédiments 
et la colonne d'eau des lacs stratifiés depuis le début des années 2000 (Stein et al., 2001 ; Eller 
et al., 2005 ; Raghoebarsing et al., 2006 ; Jiang et al., 2008 ; Crowe et al., 2010 ; Schubert et 
al., 2011). Avec un taux d’oxydation de l’ordre de 0,0001 – 1 nmol.cm-3.jr-1 (Knittel & 
Boetius, 2009), l'AOM dans les lacs est 103 à 104 fois plus faible que dans les écosystèmes 
marins.  
 Les principaux acteurs identifiés sont les ANME -1 (Eller et al., 2005, Jiang et al., 
2008 ; Crowe et al., 2010) et les AAA (Stein et al., 2001 ; Raghoebarsing et al., 2006 ; 
Auguet et al., 2011 ; Schubert et al., 2011). Toutefois, Eller et al. (2005) ont identifié des 
ANME -2 dans l'hypolimnion anoxique du lac Pluβsee (Allemagne) et Crowe et al. (2010) ont 
détecté des ANME -2 et -3 dans le monimolimnion du lac Matano (Indonésie). Les processus 
d'AOM mis en jeu par ces organismes dans les écosystèmes lacustres sont encore peu clairs 





L’identification des AAA est encore incertaine, bien que ces archées identifiées dans les 
différents lacs dans des zones d'oxydation anaérobie du méthane possèdent le gène mcrA. La 
question actuelle étant de savoir si ces AAA sont capables de réaliser à la fois l'AOM et la 
méthanogénèse comme les ANME -1 (Lloyd et al., 2011 ; Scheller et al., 2011).  
 
 
IV. Distribution des communautés méthanogènes et 
méthanotrophes dans les sédiments lacustres  
 
La compréhension de la dynamique spatiotemporelle des communautés microbiennes 
benthiques et des facteurs qui les contrôlent est essentielle pour mieux appréhender le 
fonctionnement du compartiment benthique. La diversité bactérienne dans les sédiments est 
influencée par de nombreux facteurs physico-chimiques tels que la teneur en eau (Hewson et 
al., 2007), le pH (Hollister et al., 2010), le potentiel d’oxydo-réduction (Edlund et al., 2008), 
la taille des particules (Jackson & Weeks, 2008), la salinité (Swan et al., 2010), la matière 
organique et les teneurs en nutriments comme l’azote et le phosphore (Hollister et al., 2010). 
Quant à la diversité archéenne, elle semble être influencée par un nombre moins important de 
facteurs environnementaux ; en effet Auguet et al. (2010) ont montré que l’habitat (sol vs. 
zone benthique et pélagique) était le facteur le plus déterminant dans la distribution des 
archées, suivi de la salinité, de la teneur en oxygène et enfin de la température. Les 
méthanogènes et les méthanotrophes ne représentent qu’un faible pourcentage de la richesse 
bactérienne et archéenne mais leur rôle dans le cycle du méthane en fait des organismes 
importants.  
 Nous avons vu précédemment que les écosystèmes lacustres peuvent représenter une 
source importante de méthane et que les estimations quant à leurs émissions sont en constante 
augmentation. Le méthane est produit par les méthanogènes dans les compartiments 
anoxiques des lacs (sédiments et hypolimnion dans les lacs stratifiés, Figure 19). Le gaz 
diffuse dans les sédiments jusqu’à l’interface eau–sédiment où il est libéré dans la colonne 
d’eau. Celui-ci peut ensuite être transporté via différentes voies au sein du lac jusqu’à 
l’atmosphère (Figure 19). Au cours de son transport dans le lac, tout ou partie du méthane 
produit peut être oxydé, en conditions anaérobies par les ANME et des bactéries (NC10) et en 





processus mis en jeu au cours du cycle du méthane, les différentes communautés impliquées 
et les facteurs environnementaux qui les structurent, de même que ceux influençant la 
méthanogénèse et la méthanotrophie, sont aujourd’hui des éléments essentiels afin de 




Figure 19 : Schéma bilan des principales voies de production, de consommation et d'émission 
du méthane dans les écosystèmes lacustres. Illustration d'une carotte sédimentaire par une 
photo d'une carotte prélevée en mai 2011 sur le Lac du Bourget (110 m). Abréviations : 
AOM, anaerobic oxydation of methane ; ANME, anaerobic methanotrophs ; SRB, bactéries 






1. Diversité et distribution des méthanogènes dans les sédiments lacustres 
 
 Dans les écosystèmes lacustres la diversité et la distribution des méthanogènes varient 
en fonction de nombreux paramètres environnementaux tels que le substrat, la profondeur 
sédimentaire ou encore la température. Toutefois, les études sur ces communautés (Falz et al., 
1999 ; Earl et al., 2005 ; Lehours et al., 2007 ; Schwarz et al., 2007 ; Auguet et al., 2010 ; 
Anthony et al., 2012) montrent une dominance des Methanomicrobiales qui représentent 
environ 43% des séquences retrouvées dans les sédiments (Borrel et al., 2011 ; Chaudhary et 
al., 2013). Les genres dominants sont Methanoregula (environ 33% des séquences), 
Methanolinea (environ 5%) et Methanospirillum (2,5%). Les Methanosarcinales sont le 
second ordre le plus souvent identifié, notamment les genres Methanosaeta et 
Methanosarcina. Enfin, les Methanobacteriales sont fréquemment détectées dans des lacs, 
notamment les écosystèmes eutrophes à hypereutrophes, mais ne représentent qu’une faible 
proportion des méthanogènes totaux. Les Methanosarcinales sont, le plus souvent, présentes 
dans les strates peu profondes des sédiments, jusqu’à une quinzaine de centimètres (Koizumi 
et al., 2003 ; Chan et al., 2005 ; Zhang et al., 2014) où l’on trouve les composés 
intermédiaires issus de la dégradation de la matière organique. A l’inverse, les 
Methanomicrobiales semblent devenir de plus en plus dominantes avec la profondeur (Chan 
et al., 2005 ; Zhang et al., 2014), où les conditions favorisent la méthanogénèse 
hydrogénotrophe. La richesse des méthanogènes est variable entre les études sur les différents 
écosystèmes lacustres, allant d’une faible richesse de quelques OTU sur les lacs eutrophes et 
peu profonds Dagow (9,5 m, Glissman et al., 2004), Kinnerret (43 m, Schwarz et al., 2007 et 
2008) et Priest Pot (3,5 m, Earl et al., 2005) à une douzaine voire une vingtaine d’OTU sur les 
lacs profonds Lonar (170 m, Antony et al., 2012) et Pavin (92 m, Biderre-Petit et al., 2011). 
Les lacs peu profonds et oxygénés présentent généralement une diversité plus faible que les 
lacs profonds désoxygénés voire anoxiques (permanent ou temporairement). Quant à 
l’abondance des méthanogènes elle varie entre 106 et 107 copies.g-1 sédiment sec en fonction 
des études (Borrel et al., 2012 ; Zhang et al., 2014). Zhang et al. (2014) observent une 
abondance relativement constante dans les sédiments du lac Wulongtan comprise entre 7 et 
8.106 copies/g sédiments secs (entre 0 et 33 cm de profondeur) alors que dans les sédiments 
du Lac Pavin Borrel et al. (2012) montrent une diminution de l’abondance des méthanogènes 






Les écosystèmes lacustres sont en général des environnements avec une salinité très 
faible (à l’exception des lacs salés) comparativement aux sédiments marins, or la salinité est 
le paramètre le plus discriminant pour la structure des communautés archéennes dans 
l'environnement (Auguet et al., 2010). La salinité est donc discriminante pour la structure des 
méthanogènes entre les environnements salins et non salins, avec une dominance des 
Methanomicrobiales dans les premiers et des Methanosarcinales dans les seconds (Auguet et 
al., 2010). Au sein d’un écosystème lacustre, l’un des paramètres les plus structurant pour les 
méthanogènes est le substrat (cf partie II. 1. ii), tant par sa quantité que sa qualité. Des études 
ont montré que les méthanogènes hydrogénotrophes semblent être favorisés dans les lacs car 
ils sont plus compétitifs à de faibles concentrations de substrats (Imachi et al., 2008 ; Sakai et 
al., 2009). Sakai et al. (2009) ont mis en évidence un changement de diversité des 
méthanogènes en fonction du substrat. Ainsi les milieux riches en dihydrogène et/ou formate 
auraient une faible diversité (principalement Methanobacterium, Sakai et al., 2009) alors que 
les milieux qui accumulent les intermédiaires métaboliques de la dégradation de la matière 
organique auraient une plus grande diversité (en genres et en ordres, Sakai et al., 2009). 
L’abondance relative des méthanogènes est aussi sujette à l’influence du substrat. 
L’abondance de Methanobacterium et Methanospirillum augmente avec la pression partielle 
d’H2, et inversement pour l’abondance des autres Methanomicrobiales et Methanocellales 
(Sakai et al., 2009). Des études ont montré que, dans les Lacs de Constance (Schulz & 
Conrad, 1995) et Kinneret (Schwarz et al., 2008), la décomposition de la biomasse algale était 
à l’origine d’une accumulation d’acétate et de composés intermédiaires issus de cette 
dégradation. La modification de la concentration de ces substrats est à l’origine d’une 
augmentation de la concentration de méthane produit et de l’abondance des 
Methanocaetaceae (Schwarz et al., 2008). Dans les écosystèmes lacustres, les apports de 
matières organiques par sédimentation sont à l’origine de variations saisonnières qui semblent 
avoir un impact sur la diversité des méthanogènes et des productions de méthane (Schulz & 
Conrad, 1995 ; Chan et al., 2005 ; Schwarz et al., 2008). Toutefois encore peu d’études ont 
été menées sur l’impact des changements d’apports de matières organiques sur les 
méthanogènes dans les sédiments lacustres. 
La plupart des études sur des lacs ont été réalisées sur des écosystèmes tempérés dont 
les températures sont généralement inférieures à 15°C en moyenne sur l'année. Par 
conséquent, les méthanogènes dominants sont adaptés à ces environnements tempérés, ce qui 





Methanobacteriales et Methanococcales qui sont plutôt thermophiles. Récemment Conrad et 
al., 2010 ont étudié des lacs tropicaux dont la température des sédiments avoisine les 30°C et 
leurs résultats ont démontré une forte proportion de séquences de Methanocellales (jusqu’à 
16%) alors que celles-ci sont quasiment absentes dans les lacs tempérés. De plus, ce sont les 
Methanosaetaceae  qui ont été principalement retrouvées (23 – 34%) dans ces lacs tropicaux 
contrairement aux Methanosarcinaceae dans les lacs tempérés. Ceci est expliqué par la plus 
grande compétitivité des Methanosaetaceae dans les environnements avec de faibles 
concentrations en acétate (Jetten et al., 1992). De plus, Glissman et al. (2004) ont montré que 
la production de méthane à partir d’acétate était supérieure à 4°C qu’à 30°C et que le méthane 
était plutôt produit à partir de H2 lorsque les températures sont élevées (30°C). Ces études 
montrent que la température affecte la méthanogénèse et que la structure des méthanogènes 
est différente dans les lacs tropicaux par rapport aux écosystèmes lacustres tempérés. L’étude 
de ces écosystèmes tropicaux revêt donc un intérêt particulier dans le contexte actuel de 
réchauffement climatique. Ces lacs permettent d’appréhender les changements qui pourraient 
avoir lieu au sein de cette communauté et sur ces activités en cas de réchauffement des 
écosystèmes lacustres tempérés. 
La littérature sur la variabilité spatiale et/ou temporelle des méthanogènes dans les 
sédiments lacustres est peu abondante. La variabilité spatiale est le plus souvent étudiée dans 
la verticalité des sédiments, comme décrit précédemment dans cette partie (Koizumi et al., 
2003 ; Chan et al., 2005 ; Zhang et al., 2014), au détriment de la variabilité spatiale 
horizontale. En effet, la plupart des études se basent sur un seul point, le plus souvent le point 
le plus profond du lac (Falz et al., 1999 ; Earl et al., 2005 ; Schwarz et al., 2007 et 2008 ; 
Borrel et al., 2012) alors que peu d’études s’appuient sur des transects horizontaux afin de 
comprendre les différences de structure et d’abondance des méthanogènes entre les zones 
littorales et pélagiques des lacs. Les zones littorales, peu profondes, oxygénées, peuvent être 
soumises à des changements de température et à des variations hydriques parfois très 
importantes comparativement aux zones pélagiques profondes, notamment dans les grands 
lacs profonds, qui sont susceptibles de présenter de longues périodes d’anoxie hypolimnique 
(voire avec l’installation d’un monimolimnion dans le cas de lacs méromictiques, ex : Lac 
Pavin) et une température hypolimnique constante. Quant à la variabilité temporelle, là aussi 
les études sur les écosystèmes benthiques lacustres sont peu nombreuses (Chan et al., 2005 ; 
Earl et al., 2005 ; Schwarz et al., 2008). L’étude de Chan et al. (2005) ne montre pas de 





mai (début de stratification lacustre) et août (stratification lacustre établie depuis plusieurs 
mois) de la même année. A l’inverse l’étude de Earl et al. (2005) met en évidence une 
variabilité de la richesse des méthanogènes dans les sédiments du lac Priest Pot. Le nombre 
d’OTU détecté passant de 13 en décembre à 2 en août : ce lac présente cependant un 
fonctionnement biogéochimique particulier, du fait d’une accumulation de H2S durant la 
période anoxique (entre mai et septembre) et du développement des SRB. Ces dernières étant 
plus compétitives que les méthanogènes à de fortes concentrations de soufre, elles se 
développent au détriment des méthanogènes. A l’automne (octobre), la réoxygénation des 
sédiments modifie le gradient d’oxydoréduction, les méthanogènes redeviennent alors 
compétitifs, du fait de la diminution du soufre dans les sédiments, et se développent à 
nouveau, la richesse augmentant alors jusqu’à 7 OTU. Enfin l’étude de Schwarz et al. (2008) 
sur le lac Kinneret, montre clairement un changement dans la communauté méthanogène avec 
la sédimentation de la biomasse algale, avec une rescrudescence de Methanosaeta, 
méthanogène acétotrophe. Ceci permet de souligner l’importance d’étudier cette communauté 
sous différents aspects spatiotemporels en lien avec la dynamique lacustre. 
 
2. Diversité et distribution des méthanotrophes dans les sédiments 
lacustres 
 
Plusieurs paramètres environnementaux, tels que le substrat, l’oxygène ou encore la 
température, sont à l’origine de changements dans la diversité et la distribution des 
méthanotrophes dans les écosystèmes lacustres 
Toutefois, les études sur ces communautés (Costello & Lidstrom, 1999, Auman et al., 
2000 ; Rahalkar & Schink, 2007 ; Schubert et al., 2010 ; Biderre-Petit et al., 2011 ; 
Deutzmann et al., 2011) ont montré la dominance des méthanotrophes de Type I, qui 
représentent environ 59% des séquences retrouvées dans les sédiments (Borrel et al., 2011). 
Les genres dominants sont Methylobacter (environ 51% des séquences), Methylosarcina 
(environ 4%) et Methylomonas (environ 4%). Les méthanotrophes de Type II 
(Methylocystaceae) sont souvent détectés dans ces écosystèmes mais en proportions moins 
importantes. De plus, il a été montré, dans les sédiments du Lac Stechlin, que les 2 types 
étaient actifs (Dumont et al., 2011). Il semblerait que les méthanotrophes de Type II 
(Methylocystaceae) soient plutôt dominants dans les écosystèmes tropicaux avec des 





températures inférieures à 20°C favorisent les Type I (Dumestre et al., 2002 ; Kojima et al., 
2009, Tsutsumi et al., 2011). La richesse des méthanotrophes est variable selon les études 
menées sur différents écosystèmes lacustres, allant d’une faible richesse de quelques OTU sur 
les lacs Dagow (Dumont et al., 2013) et Pavin (Biderre-Petit et al., 2011) à une vingtaine 
d’OTU sur le Lac de Constance (Bussman et al., 2004 ; Deutzman et al., 2011). Quant à 
l’abondance des méthanotrophes, elle varie entre 107 et 108 copies.g-1 sédiment frais en 
fonction des études (Costello et al., 2002 ; Rahalkar et al., 2009 ;.Deutzman et al., 2011).  
Les méthanotrophes se situent principalement aux zones d'interface oxique / anoxique 
où la concentration en oxygène diminue mais est suffisante pour leurs activités et où les 
concentrations de méthane sont importantes, car il remonte des zones les plus anoxiques. 
Dans les écosystèmes lacustres, ces zones sont principalement dans les strates de surface du 
sédiment (premiers centimètres) et dans la colonne d'eau profonde (oxycline pour les lacs 
stratifiés). Ces zones sont des lieux de compétitions entre les méthanotrophes et les autres 
communautés microbiennes, notamment pour l'accès à l'oxygène. La compétition entre les 
méthanotrophes se fait principalement entre les Type I et II dans les écosystèmes lacustres. 
Ainsi en cas de compétition pour une ressource, les Type II vont préférer des environnements 
riches en méthane et limités en oxygène contrairement aux Type I (Amaral & Knowles, 
1995). Cette préférence est liée au fait que, d'une part les méthanotrophes de Type I ont 
besoin de cuivre et d'azote pour leur croissance (Chowdhury & Dick, 2013), éléments qui se 
trouvent préférentiellement dans les zones les plus oxygénées et d'autre part parce que les 
méthanotrophes de Type I semblent répondre plus rapidement aux changements 
environnementaux (interface eau-sédiment par exemple), du fait d’une croissance rapide, 
contrairement aux méthanotrophes de Type II (Semrau et al., 2010 ; Ma et al., 2013). Ainsi la 
distribution spatiale des méthanotrophes de Type I et II dans les sédiments lacustres permet de 
limiter la compétition entre les 2 Types pour les ressources.  
La concentration en azote est un paramètre dont les effets sur les communautés 
méthanotrophes ont été étudiés, toutefois les résultats sont contradictoires. Des études ont 
montré que l’ammonium inhibait l’oxydation du méthane du fait de la compétition entre les 
molécules dont la structure chimique est proche (CH4 et NH4+, Bosse et al., 1993 ; Nold et al., 
1999 ; Murase & Sugimoto, 2005). Selon les études, les seuils de concentration responsable 
de l’inhibition variaient, allant de 200 µM (Murase & Sugimoto, 2005) à 15 mM de NH4+ 
(Liikanen & Martikainen, 2003). A l’inverse Bodelier & Lannbroek (2004) ont montré que 





les conditions en azote sont limitantes, ceci pouvant s’expliquer par le fait que les 
méthanotrophes de Type I ont besoin d’azote pour leur croissance contrairement au Type II. 
Mohanty et al. (2006) ont montré dans les sols que les méthanotrophes de type I et II ne 
réagissent pas de la même façon à l’ajout de fertilisant dans le milieu, les premiers sont 
stimulés et leur croissance de même que la consommation de méthane augmentent alors que 
les seconds sont inhibés. Les méthanotrophes de type I dominant dans les sédiments lacustres, 
l’étude de Mohanty et al. (2006) va donc dans le sens des observations faites par Bodelier & 
Lannbroek (2004). Toutefois, les effets de l’azote sur l’activité des méthanotrophes, de même 
que les impacts sur leur diversité et leur abondance restent largement incompris à l’heure 
actuelle.  
 Les méthanotrophes sont le point d’entrée du carbone issu de la méthanogénèse dans 
le réseau trophique, or, ceux-ci peuvent être broutés par différents organismes, transférant 
ainsi le carbone issu du méthane dans la chaîne trophique. Des études ont montré que les 
chironomes, les cladocères, les amibes, les ciliés et les flagellés peuvent utiliser les 
méthanotrophes comme source de nourriture (Muraze & Frenzel, 2007 ; Kankaala et al., 
2006 ; Jones et al., 2008 ; Jones & Grey, 2011). Les chironomes sont les macro-invertébrés 
détritivores benthiques dominants dans les lacs (Jones & Grey, 2011). Une étude de Jones et 
al. (2008) a montré que pour près d’un tiers des lacs étudiés (87 lacs sur l’ensemble du globe), 
les larves de chironomes contenaient au moins 40% de le leur biomasse en carbone issus de la 
méthanogénèse via le broutage des méthanotrophes. Cette valeur pouvant atteindre les 70% 
dans certains cas (Jones et al, 2008). Ces variations sont expliquées par des différences de 
broutage des méthanotrophes entre les espèces de chironomes (Kelly et al., 2004) mais aussi 
entre les écosystèmes lacustres (Kelly et al., 2004) et par des variations saisonnières en lien 
avec la stratification lacustres (Deines et al., 2007). Lorsque l’interface eau–sédiment est 
oxygénée les chironomes réalisent la bioturbation du sédiment qui modifie les conditions 
d’oxygénation en favorisant la diffusion de l’oxygène (Jones & Grey, 2011). Ceci modifiant 
d’une part la distribution des méthanotrophes (Deines et al., 2007) et d’autre part les taux 
d’oxydation du méthane. Même si les méthanotrophes ne sont pas l’essentiel de l’alimentation 
des chironomes, ces derniers modifient l’abondance de cette communauté, de même que leur 
distribution et potentiellement leur structure via un broutage sélectif (Muraze & Frenzel, 
2008 ; Jones & Grey, 2011). 
La littérature sur la variabilité spatiale et/ou temporelle des méthanotrophes dans les 





études se basent sur un seul point d’échantillonnage (Auman et al., 2000 : Costello et al., 
2002 ; Bussman et al., 2004). En revanche, sur le Lac de Constance (Allemagne), plusieurs 
études (Pester et al., 2004 : Rahalkar et al., 2009 ; Deutzman et al., 2011) ont étudié la 
structure et l’abondance des méthanotrophes entre les zones littorales (2 à 5 m de profondeur) 
et pélagiques (80 – 90 m). Les études de Pester et al. (2004) et de Deutzman et al. (2011) 
montrent une différence de structure des méthanotrophes benthiques entre la zone littorale et 
la zone pélagique alors que le lac est en cours de stratification et sans zone anoxique. En 
intégrant les 4 premiers centimètres des sédiments, Deutzman et al. (2011) observent une 
abondance des méthanotrophes plus importante en zone profonde par rapport à la zone 
littorale. Le même résultat est obtenu lorsque l’interface eau-sédiment (0-0,5 cm) uniquement 
est considérée alors que l’abondance des méthanotrophes est similaire entre les zones 
littorales et pélagiques dans la profondeur sédimentaire, avec une abondance maximale autour 
de 2-3 cm (Rahalkar et al., 2009). Les études sur les méthanotrophes sont le plus souvent 
réalisées à une seule date (Costello et al., 2002 : Rahalkar & Schink, 2007 ; He et al., 2012) 
par conséquent peu d’informations sont connues quant à la variabilité temporelle de cette 
communauté. Seul Pester et al. (2004) ont comparé la structure des méthanotrophes dans les 
sédiments du Lac de Constance entre les périodes de stratification et de brassage 
(août/septembre et décembre) en considérant les zones littorales (2 m) et profondes (90 m) et 
la verticalité des sédiments (0-1 cm et 10 cm). Un changement dans la structure des 
méthanotrophes benthiques entre la strate de surface et la strate profonde a été observé, en 
zone littorale uniquement. Cette étude met en lumière l’importance d’étudier cette 
communauté sous différents aspects spatiotemporels à la fois dans différentes zones lacustres 
à l’échelle horizontale mais aussi dans la profondeur des sédiments à l’échelle verticale tout 
en tenant compte des changements liés à la stratification lacustre. 
L’ensemble de ces travaux indiquent que la structure, l’abondance et l’activité des 
méthanotrophes benthiques doivent être intégrées à la fois à l’échelle spatiale, en prenant en 
compte les différentes zones du lac, le long d’un transect littoral-pélagique et dans la 
verticalité des sédiments, et à l’échelle temporelle, en prenant en compte des changements liés 









Comme nous venons de le voir la diversité des méthanogènes et des méthanotrophes 
est relativement bien connue dans les écosystèmes lacustres, toutefois le lien entre la diversité 
observée et le fonctionnement de ces communautés reste encore à éclaircir, de même que les 
facteurs environnementaux qui les influencent. L’oxygène est un paramètre important pour les 
deux communautés, en particulier dans les écosystèmes lacustres où l’oxygénation dans les 
sédiments varie en fonction des différents endroits du lac et de la stratification quand elle 
existe. Ainsi de nombreuses questions restent à approfondir notamment sur l’amplitude des 
changements de structure existant entre les différentes zones du lac à l’échelle horizontale. De 
même, pour ce qui est des variations temporelles de la structure et de l’abondance des 
méthanogènes et des méthanotrophes en lien avec des changements d’oxygénation liés à la 
stratification lacustre. Quant à l’influence des facteurs environnementaux sur la distribution 
de ces communautés il reste à savoir quels sont ceux qui ont une influence plutôt à l’échelle 
spatiale et ou à l’échelle temporelle et dans amplitude ils agissent sur les communautés 
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I. Stratégie d’étude 
 
1. Une approche écosystémique en lac profond 
 
 Comme le rapportent récemment Milucka et al. (2015), les écosystèmes lacustres 
stratifiés ayant une anoxie hypolimnique saisonnière sont des modèles d'étude à privilégier 
pour apporter de la connaissance sur les processus impliqués dans les 'bilans de  méthane' des 
lacs. La présence d'oxydation aérobie du méthane en zone anoxique via l'utilisation de 
l'oxygéne issu de la photosynthèse oxygénique du phytoplancton, comme le décrit cette étude, 
met en avant tout l'intérêt d'étudier ces lacs et les processus qui s'y déroulent. 
Dans le cadre de ce travail, le Lac du Bourget a été pris comme modèle d’étude ; il s’agit d’un 
lac profond (147 m de profondeur maximale) monomictique, dont la stratification thermique 
annuelle conduit à la mise en place de l’hypolimnion devenant hypoxique (en été) voire 
anoxique pendant 3 à 4 mois (octobre à janvier) au cours de l'année (Jacquet et al., 2011).  
La dynamique saisonnière lacustre (stratification vs. brassage) induit des variations 
d’oxygénation à l’interface eau-sédiment et de modifications du gradient d’oxydoréduction 
dans les sédiments pouvant impacter les communautés microbiennes impliquées dans le cycle 
du méthane. 
Le choix d’étude du Lac du Bourget est par ailleurs lié à la connaissance que nous avons du 
fonctionnement global de ce lac (suivis observatoires du SOERE OLA, thèses en 
sédimentologie par exemple Jenny, 2013 ; Giguet-Covex, 2010). Ces acquis ont notammant 
permis d’ajuster les choix relatifs à l’échantillonnage spatial et temporel réalisé dans le cadre 
de ce travail. 
 
2. Choix et caractéristique des stations d'échantillonnages le long d'un 
transect de profondeur 
 
 Les stations choisies sont caractérisées par des dynamiques d'oxygénation à l'interface 
eau-sédiment et d'apports en matières organiques différents, à la fois qualitativement 
(autochtone vs. allochtone) et quantitativement (zone côtière avec les apports d'un affluent vs. 
zone pélagique). Selon les années (en fonction des facteurs climatiques) la "fraction 
anoxique" dans le Lac du Bourget varie, permettant de distinguer 3 zones au sein du Lac 
(Jenny, 2013) : une première zone allant de 0 jusqu’à 90 m de profondeur où la colonne d’eau 
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est oxygénée en permanence, une deuxième zone au delà de 140 m qui est anoxique (sauf aux 
périodes de brassage hivernal) et une zone d’oscillation de l’anoxie entre 90 et 140 m. 
Les sédiments lacustres sont généralement dissociés en deux fractions, l'une autochtone, 
dépendant du fonctionnement interne du Lac, et l'autre allochtone, qui dépend des conditions 
environnementales externes (bassin versant). La part de chacune de ces fractions varie au 
cours du temps et ces variations reflètent la prédominance des processus internes ou externes 
impliqués dans le fonctionnement du Lac. Dans les sédiments du Lac du Bourget on retrouve 
ces 2 types d’environnements sédimentaires, avec (Jenny, 2013) :  
- des zones dominées par une sédimentation allochtone, surtout silteuse, dans les deltas 
de la Leysse, du Sierroz et du Canal de Savière. 
- des zones sédimentaires clastiques mélangées à des carbonates dans les zones les plus 
profondes, notamment dans la plaine centrale.  
 
Sur la base de ces connaissances, l'échantillonnage des sédiments dans le Lac du Bourget a été 
réalisé sur 3 stations d’échantillonnage le long d’un transect de distance (Figure 20) : 
- Station 1 (E 5°52'6.77" - N 45°39'46.91") : 65 m de profondeur et soumise aux 
apports allochtones de matière organique de la Leysse. Cette station a une saturation en 
oxygène annuelle qui varie entre 60 et 80%. De plus, elle est située dans une zone où la 
présence de biogaz dans les sédiments a été détectée par réflexion sismique (Chapron et al., 
2005).  
- Station 2 (E 5°52'11.55" - N 45°40'57.41") : station intermédiaire à 110 m de 
profondeur et en dehors du panache de la Leysse. Elle est soumise principalement aux apports 
autochtones du Lac et ponctuellement à des apports allochtones de la Leysse (en cas de crues 
importantes). Sa saturation en oxygène annuelle est comprise entre 40 et 80% (Jacquet et al., 
2012), les sédiments d'interface sont continuellement oxygénés mais avec des variations 
importantes au cours de l'année. 
- Station 3 (E 5°51'37.10" - N 45°44'43.60") : point le plus profond du lac à 147 m, 
soumis uniquement aux apports autochtones du lac. Sa saturation en oxygène annuelle est 
comprise entre 0 et 80%. Les sédiments d'interface sont anoxiques la plus grande partie de 
l'année et sont ré-oxygénés ponctuellement lors du brassage hivernal.  





Figure 20 : Localisation des 3 stations d'échantillonnage (carte, Ledoux et al., 2010) et 
représentation de l'échantillonnage dans la verticalité des sédiments sur une carotte prélevée 
en Décembre 2011 sur la station 2 du Lac du Bourget. 
 
3. Stratégie d’échantillonnage à différentes échelles spatiales : de l'échelle 
intra-carotte aux comparaisons inter-stations le long d'un transect 
 
 Afin d’apprehender l’hétérogénéité spatiale à diverses échelles nous avons procédé (en 
décembre 2011) à des carottages répétés permettant d’estimer l’hétérogénéité des 
communautés microbiennes (Tableau 3) : 
 (i) à l’échelle intra-carotte via l’analyse de plusieurs réplicats (n = 5) pris au sein de 
strates sédimentaires de 1 cm de d’épaisseur 
 (ii) à l’échelle intra-station en nous appuyant sur l’analyse de 3 carottes prélevées 
simultanément au sein d’une aire de 1 m2 en comparant 5 réplicats par strate sur chaque 
carotte (n = 15)  
 (iii) à l’échelle inter-station le long d'un transect horizontal en sélectionnant 3 stations 
d'échantillonnage présentées précedemment. 
Matériels & Méthodes 
 
86 
4. Les sédiments appréhender dnas leur verticalité 
 
 La verticalité des sédiments est absolument nécessaire à prendre en compte, pour 
l'étude des communautés fonctionnelles méthanotrophes et méthanogènes. Les travaux de 
Brandl et al. (1990) sur les sédiments du Lac Léman ont mis en évidence 2 zones dans la 
verticalité : la première entre 0 et 10-15 cm de profondeur (diminution des concentrations en 
méthane sédimentaire), et une seconde au-delà de 15 cm de profondeur (concentration en 
méthane stable). Dans les sédiments du Lac du Bourget, l’échantillonnage dans la verticalité a 
été réalisé entre 0 et 20 cm de profondeur à partir de l’interface eau-sédiment (5 strates : 0-1, 
4-5, 9-10, 14-15 et 19-20 cm, Figure 20).  
 
5. Etude des variations temporelles à l’échelle annuelle 
 
 La variabilité temporelle de la dynamique des communautés méthanogènes et 
méthanotrophes est relativement peu étudiée dans les sédiments lacustres (cf synthèse 
bibliographique). Afin d’étudier l’influence de la dynamique saisonnière lacustre sur les 
communautés microbiennes benthiques dans le Lac du Bourget nous avons réalisé des 
prélèvements répétés au cours de l’année en fonction de l'état de stratification lacustre 
(Tableau 3) : mai 2011, correspond au début de la stratification lacustre suite au brassage 
hivernal (les stations échantillonnées présentent toutes une oxygénation de l'interface eau-
sédiment); octobre et décembre 2011 correspondent à une stratification lacustre bien établie 
avec anoxie de la partie la plus profonde de l'hypolimnion pour la station 3 (147 m, saturation 
en oxygène à 0%) et février 2012, correspond au brassage hivernal et à une oxygénation 
homogène de la colonne (saturation en oxygène à 80% pour les 3 stations). 
 La variabilité temporelle a été analysée au sein de 3 stations le long d’un transect de 
distance à partir du principal affluent du Lac (Figure 20), à raison d’une seule carotte par 
station et de 2 réplicats par strates sédimentaires prise en compte (Tableau 3). 
 
6. Les communautés microbiennes étudiées et les descripteurs 
sédimentaires 
 
 L'étude des communautés microbiennes benthiques a été réalisée sur 2 gènes de 
fonction : le gène de la méthyl co-enzyme M réductase, sous unité alpha (mcrA) pour les 
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méthanogènes et le gène de la méthane mono-oxygénase particulaire, sous unité alpha (pmoA) 
pour les méthanotrophes. La structure des communautés totales, bactéries et archées, 
auxquelles appartiennent les 2 communautés fonctionnelles étudiées a aussi été analysée. Pour 
cela, les marqueurs phylogénétiques suivants ont été génotypés : pour les bactéries, l'intergène 
entre l'ADNr 16S et 23S et pour les archées l'ADNr 16S.  
 Les communautés microbiennes benthiques ont été analysées en termes de structure 
par génotypage, d’abondance par PCR quantitative et de diversité par clonage – séquençage 
(Tableau 3). En parallèle de l’étude moléculaire des communautés microbiennes benthiques 
une analyse de la composition phénotypique des communautés microbiennes (Biolog) pour la 
strate d'interface eau-sédiment (Tableau 3).  
 Par ailleurs, les sédiments ont été caractérisés en termes de physico-chimie par les taux 
d’humidité, de matière organique, de carbonates, de carbone et azote total. De plus, la taille 
des particules sédimentaires a été mesurée de même que la saturation en oxygéne à l’interface 
eau-sédiment (Tableau 3).  
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Tableau 3 : Tableau récapitulatif de la stratégie d’échantillonnage, des analyses 
moléculaires et physico-chimiques réalisées pour l’étude de la dynamique spatiale et 
temporelle des communautés microbiennes benthiques dans les sédiments du Lac du 
Bourget. 
   
 Dynamique spatiale Dynamique temporelle 




1 (65m), 2 (110m) et 3 (147m) 1 (65m), 2 (110m) et 3 (147m) 
Nombre de carottes 
prélevées 
Station 1 et 2 (n = 3) / Station 3 (n 
= 1) 
n = 1/station 
Strates analysées 0-1 cm - 9-10 cm - 19-20 cm 0-1 cm - 4-5 cm - 9-10 cm - 14-15 
cm - 19-20 cm 
Nombre de réplicats / 
strate (n) 
Comparaison intra-carotte : 5  
Comparaison intra-station : 15 (3 
carottes × 5 réplicats) 
Comparaison inter-station : 10 (1 
carotte × 10 réplicats)   
2  
Communutés 
microbiennes étudiées et 
marqueurs moléculaires 
utilisés 
Bactéries (ITS ADNr 16S-23S), 
Archées (ADNr 16S), 
méthanogènes (mcrA) et 
méthanotrophes (pmoA) 
méthanogènes (mcrA) et 
méthanotrophes (pmoA) 
Analyses moléculaires Structure : génotypage  Structure : génotypage 
Abondance : qPCR 
Diversité : clonage & séquençage 
Caractérisation des 
sédiments 
 % humidité, % de matière 
organique, % de carbonates, % de 
carbone total, % d’azote total, taille 
des particules sédimentaires, 
saturation en O2 à l’interface eau-
sédiment 
% humidité, % de matière 
organique, % de carbonates, % de 
carbone total, % d’azote total, taille 
des particules sédimentaires, 
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 Le Lac du Bourget est situé en France, dans le département de la Savoie (45° 43ƍ 55Ǝ 
Nord 5° 52ƍ 06Ǝ Est, Figure 21). Entouré de montagnes, à l’ouest l’un des derniers massifs 
jurassiens (Massif de l’Epine, 1 485 m) et à l’est le massif des Bauges (Mont Revard, 1 538 
m), le Lac du Bourget est d’origine glaciaire. Il s’est formé à l’issue de la dernière glaciation 
du Würm, il y a 19 000 ans, par le retrait des grands glaciers du quaternaire et repose sur un 
substrat carbonaté : la zone molassique périalpine (Jenny, 2013) à 231 m d'altitude (Tableau 
4). Sa taille et sa profondeur (Tableau 4) en font le plus grand lac de France.  
 
Tableau 4 : Caractéristiques du Lac du Bourget (Jenny, 2013) 
Longueur maximum 18 km 
Largeur maximum 3,4 km 
Superficie 44,5 km2 
Altitude moyenne 231,5 m 
Profondeur maximum 147 m 
Profondeur moyenne 80 m 
Volume total 3,6 km3 
Superficie bassin versant 560 km2 
Renouvellement des eaux Entre 6 et 13 ans 
Régulation Canal de Savière 
Débit moyen à l’exutoire > 15 m3.s-1 
 
 
 Le bassin versant, d’environ 560 km2 (Tableau 4), peut être considérablement agrandi 
lorsque les eaux du Rhône se déversent dans le lac par le Canal de Savière, situé au Nord 
(Figure 21), et peut ainsi atteindre 4 600 km2. Toutefois, suite aux travaux effectués sur le 
Rhône ceci reste exceptionnel.Ce bassin versant se divise en 4 sous bassins qui sont (Balvay 
et al., 2012) :  
- La Leysse : environ 281 km2 à dominantes agricoles et urbaines (agglomération de 
Chambéry) 
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- Le Sierroz : environ 136 km2 à dominantes agricoles et urbaines (agglomération d'Aix 
les Bains) 
- La Chautagne : environ 57 km2 principalement composée de marais 
- Divers : allant du massif de l’Epine à la Biolle, soit environ 85 km2 composés 
majoritairement de zones forestières. 
 Le Lac du Bourget est alimenté principalement par la Leysse (environ 70% des apports 
du Lac du Bourget) qui traverse Chambéry avant de se jeter au sud du Lac, et par le Sierroz 
(28% de ces apports du Lac du Bourget), qui traverse Aix les Bains avant de se jeter à l’est du 
Lac (Figure 21). Le Canal de Savière alimente également le Lac mais son apport est faible par 




Figure 21 : Carte bathymétrique du Lac du Bourget et de ses principaux affluents (Ledoux et 
al., 2010).  
 
Le bassin versant du Lac du Bourget s’étend actuellement sur 61 communes, soit près 
de 200 000 habitants. La population autour du Lac a augmenté d’environ 50% au cours des 50 
dernières années (Jenny, 2013) et s’est accompagnée d’une croissance importante des apports 
en nutriments (notamment en phosphore via les eaux usées principalement) dans le Lac. Afin 
de lutter contre le processus d'eutrophisation grandissant (Jacquet et al., 2013) des travaux ont 
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été réalisés (stations d’épuration, détournement des eaux traitées dans le Rhône, 
déphosphatation des eaux) dans les années 1970 sur le bassin versant du lac afin d’assainir 
celui-ci. Giguet-Covex et al., 2010 et Jenny, 2013 ont estimé, d’après les archives 
sédimentaires du Lac, que des conditions eutrophes et une désoxygénation des eaux profondes 
du Lac se sont mises en place simultanément à partir des années 1930-1940. Puis à partir des 
années 1960, les conditions anoxiques des couches d’eau les plus profondes sont devenues 
persistantes, avec une désoxygénation pouvant durer entre 189 et 274 jours au point le plus 
profond (Balvay et al., 2012) et pouvant atteindre un volume maximal de 400.106 m3 d’eau 
désoxygénée soit 8% du volume total du lac du Bourget (Jenny, 2013). Les eaux du Lac du 
Bourget sont stratifiées thermiquement (généralement entre avril et décembre) avec des 
températures de surface plus chaudes que celles en profondeur (ne dépassant pas 6°C). En 
hiver, les eaux du lac se refroidissent et l’on observe un brassage de la colonne d’eau associé 
à une réoxygénation des couches de fond (≈ 80% de la saturation en O2). 
Le Lac du Bourget fait depuis longtemps l’objet d’analyses physico-chimiques et 
biologiques de ses eaux. Depuis les années 1990, le point le plus profond du Lac, nommé 
« point B » sert de référence pour ces analyses (SOERE OLA, http://www6.inra.fr/soere-ola), 
en termes de température de l’eau, de transparence, de teneurs en oxygène et en ions. De plus, 
depuis une vingtaine d’années le suivi inclut des analyses relatives au phyto- et zooplancton. 
Ces analyses permettent de suivre l’état trophique du Lac qui est passé d’un état hyper 
eutrophe à la fin des années 1970 à un état oligo-mésotrophe actuellement avec des 
concentrations moyennes hivernales en phosphore total les plus faibles jamais mesurées (11 
µgP.L-1). 
  
2. Les sédiments du Lac du Bourget 
 
 Les sédiments sont laminés avec une rythmicité saisonnière (Figure 22). Les lamines 
dans le Lac du Bourget sont de types biochimiques (Giguet-Covex, 2010 ; Jenny, 2013) avec 
un contraste entre la sédimentation printanière/estivale dominée par la précipitation de 
carbonates (calcite bio-précipitée et diatomées, lamine claire, Figure 22) et la décantation 
automnale/hivernale de sédiments argileux et organiques (lamine sombre, Figure 22). 
L’absence d’oxygène durant la seconde période, dans les parties les plus profondes du Lac, 
permet une bonne conservation de la matière organique et une préservation de la structure 
laminée (absence de bioturbation). Les lamines sont présentes dans les sédiments jusqu’à une 
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vingtaine de centimètres de profondeur, ensuite une phase de transition est observée avec des 
lamines perturbées, mal définies pour enfin laisser place à une phase non laminée au delà de 
20 cm de profondeur environ (Figure 22). Cette dernière phase est composée d’un mélange de 
particules carbonatées et détritiques (Giguet-Covex et al., 2010).  
 La taille des particules sédimentaires est relativement homogène (Figure 23), avec une 
forte proportion de limons (environ 70%). Des sédiments plus sablonneux (taille > 63 µm) 
sont retrouvés plutôt dans des zones côtières proches d’affluents (sous le panache de la 
Leysse). La distribution des particules sédimentaires montre une forte proportion de particules 
carbonatées (Figure 23) notamment dans les zones centrales du Lac, dominées pas une 
sédimentation autochtone.  
 
Figure 22 : A gauche illustration des lamines saisonnières (lamines claires et sombres) dans 
les sédiments du Lac du Bourget sur une carotte prélevée en mai 2011 à 110 m de profondeur. 
A droite, description macroscopique et microscopique des sédiments du Lac du Bourget 
d’après Giguet-Covex et al., 2010. Abréviations : LU, unité laminée ; TU, unité de transition ; 
N-LU, unité non laminée ; HD, dépôt homogène ; TD, dépôt de turbidite ; UD, dépôt de crue ; 
De, couche détritique ; Ca, couche de calcite ; Di, couche de diatomée. 





Figure 23 : A gauche, diagramme ternaire représentant les taux de sables, de limons et 
d’argiles dans les sédiments du Lac du Bourget. A droite, représentation de la distribution des 




 Dans les sédiments du Lac du Bourget nous avons mesuré l’abondance procaryotique 
et virale, ainsi le nombre de procaryotes oscille entre 1.1010 et 1.1011 cellules procaryotiques/g 
de matière organique (MO) et le nombre de virus entre 1.1011 et 1.1012 cellules virale/g MO 
(Figure 24). L’abondance virale est supérieure d’environ 1 log à l’abondance procaryotique 
dans les sédiments du Lac du Bourget. Dans la verticalité (0–20 cm de profondeur) 
l’abondance procaryotique tend à diminuer avec la profondeur alors qu’il n’y a pas de 
tendance nette pour l’abondance virale (Figure 24). Le ratio entre l’abondance virale et 
l’abondance procaryotique (VPR) est de 21,9 ± 13,2 ce qui tend à montrer une forte pression 
virale sur les procaryotes dans les sédiments du Lac du Bourget (en comparaison le VPR dans 
les sédiments du lac Léman est de 11,8 ± 8,3). 




Figure 24 : Représentation de la variation temporelle des abondances virales (à gauche) et 
procaryotiques (à droite) en nombre de cellules par gramme de matière organique (MO) en 
fonction de la profondeur dans les sédiments (en cm) du Lac du Bourget. Les abondances sont 
représentées par des cercles noirs en mai 2011, par des cercles gris en octobre 2011 et par des 
cercles blancs en février 2012.  
 
 
III. Echantillonnage et caractérisation des sédiments 
 
 Les prélévements ont été réalisés soit à l’aide d’un multi-carottier (UWITEC) 
permettant de prélever plusieurs carottes simultanément, soit avec un carottier simple 
(UWITEC). 
 Des analyses physico-chimiques ont été réalisées sur chaque tranche de 1 cm, pour 
l'ensemble des carottes collectées, à savoir : une mesure du taux d'humidité, du taux de 
matière organique, du taux de carbonates, du taux de carbone (C) et d'azote (N) total et une 
analyse de la taille des particules sédimentaires.  
 
1. Taux d'humidité 
 
 Les échantillons récoltés au sein de chaque carotte ont été séchés dans une étuve à 
60°C pendant au moins 48h jusqu’à poids constant. La mesure du taux d'humidité a été 
réalisée selon la formule suivante :  
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Taux d'humidité = [(P1 - P2) / (P1 - P0)] ×100 
 
P0 = poids du contenant vide (g) 
P1 = poids du contenant vide + échantillon humide (g) 
P2 = poids du contenant vide + échantillon sec à 60°C (g) 
 
2. Taux de matière organique et de carbonates 
 
 Les mesures des taux de matière organique et de carbonates ont été réalisées par perte 
au feu (Loss on ignition) d'après le protocole de Heiri et al., 2001. Les échantillons séchés 
précédemment, ont été broyés dans des mortiers et pesés dans des nacelles en céramique. 
Celles-ci ayant été préalablement lavées à l'eau distillée et séchées 1 nuit à 105°C entre 
chaque utilisation afin d'éviter une transmission des particules sédimentaires entre les 
échantillons. Pour la mesure du taux de matière organique les échantillons ont été chauffés à 
550°C pendant 4h, alors que pour la mesure du taux de carbonates ils l’ont été à 950°C 
pendant 2h. Le calcul du taux de matière organique dans les échantillons a été réalisé selon la 
formule suivante :  
Taux de matière organique = [(P4 - P5) / (P4 - P3)] ×100 
 
P3 = poids de la nacelle vide (g) 
P4 = poids de la nacelle vide + poids de l'échantillon sec (g)  
P5 = poids de la nacelle vide + poids de l'échantillon 550°C (g) 
 
Le calcul du taux de carbonates dans les échantillons a été réalisé selon la formule suivante : 
Taux de carbonates = [(P5 - P6) / ((P4 - P3)] ×100 
 
P6 = poids de la nacelle vide + poids de l'échantillon 950°C (g) 
 
3. Taux de carbone et d'azote total 
 
 Les échantillons secs ont été broyés finement à l'aide de billes de tungstène dans un 
broyeur MA300 (30 Hz, 2 fois 30 sec, Retsch). Les échantillons ont ensuite été pesés à l'aide 
d'une balance de précision (≈ 20 mg) dans des capsules en étain (diamètre = 10 mm, h = 10 
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mm, volume = 785 µL, Thermofisher). Les mesures de C et N total ont été réalisées par un 
analyseur élémentaire (Flash EA1112, ThermoFisher Scientific) sur la plateforme d'analyses 
environnementales au Laboratoire d'ECologie Alpine (LECA, UMR 5553). Les résultats sont 
exprimés en pourcentage du poids de sédiment sec. Le seuil de détection des composés étant 
de 0,01%. 
 
4. Analyse de la taille des particules 
 
 La taille des particules sédimentaires a été mesurée à l'aide d'un granulomètre à 
diffraction laser (Malvern Mastersizer S) à partir des échantillons broyés précédemment (des 
tests ayant été effectués préalablement montrent qu’il n’y a pas de différence significative 
quant à la taille des particules entre échantillons broyés et non broyés). Pour chacun d’entre 
eux, 2 mesures ont été réalisées, la première à partir d'échantillons broyés et remis en 
suspension dans de l'eau déminéralisée afin d'obtenir la taille de toutes les particules 
sédimentaires, puis une seconde mesure pour laquelle de l'acide chlorhydrique (HCl) a été 
ajouté afin d'avoir la taille des particules non carbonatées. La taille et la distribution des 
particules carbonatées ont ensuite été calculées d'après Arnaud, 2005.  
 
5. Analyses statistiques concernant les caractéristiques sédimentaires 
 
Les paramètres physico-chimiques décris précedemment ont été comparés au sein des 
stations, entre les stations et entre les dates échantillonnées en utilisant le test de Friedman 
avec le logiciel Statistica (Version 8.0,  Statsoft). Les différences ont été considérées comme 
significatives à un seuil de 5%.  
 
 
IV. Etude des communautés microbiennes benthiques  
 
1. Mesure de l'abondance virale et procaryotique 
 
L'abondance totale virale et procaryotique a été mesurée par cytométrie en flux 
(FACSCalibur flow cytometer, Becton Dickinson) à partir de 0,5 g de sédiment humide qui 
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ont été fixés dans 3 mL de formaldéhyde à 2%. Les échantillons ont ensuite été préparés et 
analysés comme décrit par Duhamel et Jacquet, (2006). Les mesures de l’abondance virale et 
procaryotique ont été réalisées à la station d’hydrobiologie lacustre de Thonon-les-Bains (par 
S. Jacquet).  
 
2. Analyse de la composition phénotypique des communautés 
microbiennes benthiques 
 
Afin d'évaluer, en première approche, la composition globale des communautés 
microbiennes benthiques, une analyse de la composition phénotypique (Biolog) a été réalisée 
à travers l'utilisation de différentes sources de carbone. Cette analyse a été réalisée sur la 
strate d'interface (0-1 cm) seulement, bien que des tests aient été effectués en anaérobiose 
(Freitag et al., 2003) sur les strates plus profondes ils n’ont pas permis d’établir un suivi de la 
composition phénotypique des communautés microbiennes benthiques. L’analyse a été menée 
sur les carottes prélévées sur les 3 stations décrites précédemment en mai et octobre 2011 et 
février 2012 (8 échantillons au total). Pour cela, 1 g de sédiment humide a été dilué au 
1/2000ème dans un tampon PBS 1X (Phosphate Buffered Saline, Tampon phosphate Salin) et 
150 µL ont été inoculés dans chaque puits (environ 1.106 cellules). Les microplaques Biolog 
ont été incubées jusqu’à 14 jours à 16°C. Ces microplaques contiennent 3 réplicats de 31 
sources de carbone différentes (Figure 25), lorsqu’il y a oxydation de la source de carbone il y 
a réduction du tétrazolium ce qui produit une réaction colorée qui peut être suivie par mesure 
d’absorbance (Figure 25).  
 




Figure 25 : En haut, photographie illustrant la réaction de coloration lors de l'utilisation des 
sources carbonées. En bas, grille récapitulative des différentes sources de carbone testées avec 
l'EcoPlate Biolog.  
 
L'analyse de la composition phénotypique des communautés microbiennes a été faite à 
partir des densités optiques (DO) mesurées à 590 nm. Chaque plaque contient un contrôle 
négatif pour chaque triplicat de sources carbonées (eau, Figure 25). La DO du contrôle négatif 
a été déduite des valeurs obtenues pour chaque source de carbone. Les valeurs négatives étant 
considérées comme égales à zéro. Chaque substrat est assimilé à une guilde en fonction de sa 
nature chimique (Choi & Dobbs, 1999). Il y a 6 guildes : polymères, carbohydrates, acides 
carboxyliques, acides aminés, amines et composés phénoliques. Toutefois, le nombre de 
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substrats par guilde n'est pas équivalent, il faut donc affecter un facteur correctif à la somme 
des DO de chaque guilde (x) (Leflaive et al., 2005) : 
 
n = nombre de substrats de la guilde x 
 
Pour pouvoir comparer les guildes au total de l'activité microbienne, le Sx obtenu 
précédemment est divisé par la somme des DO de la plaque. Ceci nous permet d'obtenir un 




3. Extraction de l'ADN des sédiments 
 
 L'ADN des communautés microbiennes a été extrait à partir de 0,5 g de sédiments 
humides (conservés à -20°C entre l'ouverture de la carotte et l'extraction de l'ADN) à l'aide 
d'un kit d'extraction, NucleoSpin Soil (Macherey-Nagel) en suivant le protocole du 
fournisseur. Pour chaque échantillon, des réplicats d'extraction ont été réalisés : 2 réplicats 
pour l'analyse temporelle, 5 réplicats pour l'analyse spatiale (intra-carotte et intra-station) et 
jusqu'à 10 réplicats pour l'analyse spatiale interstation. De plus, pour l’analyse spatiale, des 
regroupements d’extraits d’ADN, dits « pools », ont été réalisés. Les pools ont été faits à 
partir du regroupement de 2 extraits d’ADN appartenant à la même strate au sein d’une 
carotte, ainsi 36 pools ont été réalisés.  
 
 
4. Analyse de structure 
 
 L'analyse de la structure des communautés microbiennes benthiques a été réalisée par 
des méthodes d'empreintes moléculaires. Ces méthodes se basent sur un polymorphisme de 
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taille ou de séquence du gène d'intérêt qui permet de discriminer des organismes par leur 
« empreinte moléculaire » dite OTU (Operational Taxonomic Units). Ces méthodes génèrent 
des profils électrophorétiques après amplification PCR et migration sur électrophorèse 
capillaire (Capillary Electrophoresis fingerprinting - CE-fingerprinting). Les techniques 
d'empreintes moléculaires sont reproductibles et permettent d'accéder rapidement, à moindre 
coût, à la structure des communautés pour un grand nombre d'échantillons. Ces méthodes sont 
couramment utilisées pour l'analyse des communautés méthanogènes et méthanotrophes 
(Goffredi et al., 2008 ; Ma & Lu, 2011 ; Barbier et al., 2012 ; Daebeler et al., 2013). Deux 
techniques d'empreintes moléculaires ont été utilisées, pour les bactéries : Automated 
Ribosomal Intergenic Spacer Analysis (ARISA) et pour les archées, méthanogènes et 
méthanotrophes : Terminal - Restriction Fragment Length Polymorphism (T-RFLP).  
 L'ARISA consiste à amplifier les régions intergéniques (Intergenic Spacer - ITS) des 
différentes espèces présentes dans un échantillon entre l'ADNr 16S et l'ADNr 23S. Cette 
technique a été utilisée uniquement pour les bactéries car de nombreuses archées ne possèdent 
pas d'ITS (Leuko et al., 2007). Pour l'amplification des ITS bactériens, les amorces S-D-Bact-
1522-B-S-20 et L-D-Bact-132-a-A-1 (Normand et al., 1996) ont été utilisées. L'amorce S-D-
Bact-1522-B-S-20 ayant été préalablement marquée en 5' par 6-carboxyfluoresceine (6-
FAM). Le protocole d'amplification est décrit dans le Tableau 5 et le cycle d'amplification 
dans le Tableau 6. Un contrôle positif, ADN d'une souche environnementale, a été utilisé afin 
de vérifier la spécificité des amplifications.  
 La T-RFLP consiste à amplifier un gène d'intérêt, ici l'ADNr 16S pour les archées, 
mcrA pour les méthanogènes et pmoA pour les méthanotrophes. Le polymorphisme de taille 
des différents gènes est obtenu après restriction enzymatique des amplifications. Pour les 
archées, l'amplification a été réalisée avec les amorces 5'- (6-FAM)-340f et 1000r (Gantner et 
al., 2011). Ces amorces ont été choisies car elles amplifient à la fois les Crenarchaoeta et les  
Euryarchaeota (Gantner et al., 2011), ce qui permet d'étudier une plus grande diversité 
archéenne. De plus ces amorces ont été créées à partir d'échantillons environnementaux afin 
de pouvoir amplifier des organismes non cultivables. Pour les méthanogènes, l'amplification a 
été réalisée avec les amorces 5'- (6-FAM)-ME1 et ME2 (Hales et al., 1996). Après différents 
tests d'amplifications avec d'autres couples d'amorces : MM_01 & MM_02 (Mihajlovski et al. 
2008), MCRAf & MCRAr (Luton et al. 2002) et MCRf & MCRr (Springer et al. 1995), les 
amorces ME1 – ME2 nous ont permis d’obtenir des amplifications spécifiques des 
méthanogènes et de meilleurs rendements d’amplification. Pour les méthanotrophes, 
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l'amplification a été réalisée avec les amorces 5'- (6-FAM)-189f et mb661r (Costello & 
Lidstrom, 1999). Ces amorces ont été choisies d'après la littérature d'une part, car elles sont 
très couramment utilisées sur des échantillons environnementaux, en particulier dans les lacs, 
et après des tests d'amplification d'autre part. En effet, le couple d'amorce 189f - A650r 
(Bourne et al., 2001) a aussi été testé mais les rendements d'amplification étaient plus faibles 
que ceux du couple 189f - mb661r. L'ensemble des protocoles d'amplification des 3 
communautés microbiennes précédentes est décrit dans les Tableaux 5 et 6. La spécificité des 
amplifications de chaque communauté a été vérifiée à l'aide de contrôles positifs, les souches 
Halobacterium salinarum (Euryarchaeota, DSMZ 1616) et Sulfolobus solfataricus 
(Crenarchaeota, DSMZ 3754) pour les archées, Methylomonas methanica (DSMZ 25384) 
pour les méthanotrophes et pour les méthanogènes de l'ADN issus de boues de méthaniseur 
(fourni par Moletta méthanisation, Novalaise, France). 
 
Tableau 5 : Protocoles des réactions d'amplification PCR des communautés bactériennes, 
archéennes, méthanogènes et méthanotrophes dans les sédiments du Lac du Bourget. Les 
concentrations de chaque réactif correspondent aux concentrations finales dans le milieu 
réactionnel. 
 
 Bactéries Archées Méthanogènes Méthanotrophes 
Références Lyautey et al., 2011 Gantner et al., 2011 Roussel et al., 2009 Bourne et al., 2001 
Buffer 1 X 1 X 1 X 1 X 
MgCl2 1,5 mM 1,5 mM 1,5 mM 1,5 mM 
BSA 0,3 mg.mL-1 0,4 mg.mL-1 0,3 mg.mL-1 0,3 mg.mL-1 
DMSO 5% / / / 
Amorce F 0,5 µM 0,5 µM 0,5 µM 0,2 µM 
Amorce R 0,5 µM 0,5 µM 0,5 µM 0,2 µM 
dNTPs 0,2 mM 0,8 mM 0,8 mM 0,8 mM 
Taq polymerase 0,25 U 0,8 U 1,5 U 2 U 





Tableau 6 : Cycles d'amplifications PCR utilisés pour les communautés bactériennes, archéennes, méthanogènes et méthanotrophes. Pour 
chaque communauté, on trouvera la référence bibliographique de laquelle est tirée le protocole de base, ainsi que la température, le temps et le 
nombre de cycles pour chacune des étapes de la réaction.  
 Bactéries Archées Méthanogènes Méthanotrophes 
Références Lyautey et al., 2011 Gantner et al., 2011 Roussel et al., 2009 Bourne et al., 2001 
 
Température Temps Cycles Température Temps Cycles Température Temps Cycles Température Temps Cycles 
Dénaturation 
initiale 
94°C 5 min 1 98°C 2 min 1 94°C 5 min 1 96°C 5 min 1 
Dénaturation 94°C 1 min 35 95°C 30 sec 30 94°C 45 sec 30 94°C 1 min 30 
Hybridation 55°C 1 min 35 60°C 30 sec 30 61°C 90 sec 30 61°C 1 min 30 
Elongation 72°C 1 min 35 72°C 90 sec 30 75°C 2 min 30 72°C 1 min 30 
Elongation 
finale 
72°C 10 min 1 72°C 7 min 1 72°C 10 min 1 72°C 1 min 1 




 Les produits d'amplification des communautés fonctionnelles et totales ont été 
quantifiés sur gel d'agarose (Sigma - Aldrich) à 1,65 % avec un ladder 100 - 1000 bp 
(MassRuler™ Express LR Forward DNA Ladder, Fermentas). Les produits d'amplification  
(≈ 50 ng) pour la T-RFLP ont été digérés par 2,5 U d’enzyme de restriction AluI (Promega) 
pour les archées et MspI (Promega) pour les communautés fonctionnelles pendant 4 h à 37°C. 
L'ensemble des produits de restriction et des amplifications ARISA a été purifié avec un kit 
AxyPrep PCR Clean-up Kit (Axygen). Les fragments ont été séparés par un séquenceur ABI 
3730xl (BIOfidal DTAMB, IFR 41, Université Claude Bernard Lyon 1) avec des capillaires 
d’une longueur de 50 cm durant 7000 secondes (environ 2 h) à une fréquence de 1,6 kV. Un 
standard interne a été ajouté à chaque échantillon, pour les bactéries et les méthanogènes le 
standard GeneScan 1200 LIZ (Applied Biosystems) a été utilisé et pour les archées et les 
méthanotrophes, le Dye 5 ladder, 50 - 1000 bp (Gel Company). 
 L'analyse des électrophorégrammes a été faite avec le logiciel Peak Scanner (Applied 
Biosystems). Tout d’abord, chaque plaque a été analysée indépendemment à partir d’un seuil 
de base déterminé à partir des témoins positifs afin d’obtenir le nombre de pics attendus sans 
avoir de pics parasites correspondant au bruit de fond. Ensuite, 3 microplaques ayant du être 
utilisées pour chaque communauté pour l’analyse de l’ensemble des échantillons, un 
protocole d’analyse a du être mis en place afin de ne pas biaiser les résultats par un possible 
« effet plaque ». Les témoins positifs étant les mêmes entre les plaques, pour une communauté 
donnée, les profils électrophorétiques obtenus sont donc similaires. Ainsi, en utilisant les 
différences de hauteur de pics entre les témoins positifs au sein de chaque plaque, un facteur 
de correction a pu être calculé pour chaque communauté. Le seuil de détection de la 
microplaque présentant le signal de fluorescence le plus faible, a alors été divisé par le facteur 
de correction calculé précédemment, permettant de diminuer son seuil de détection. Cette 
méthode a permis d’appliquer un seuil de détection proportionnel à l’intensité de fluorescence 
entre les plaques pour une même communauté, tout en conservant un maximum 
d’information, et ainsi de limiter « l’effet plaque » entre les échantillons. Pour finir, le bruit de 
fond a été éliminé. Détecter les OTU les plus abondantes n’est pas un problème car elles 
présentent des pics élevés sur les profils électrophorétiques. Toutefois, pour les OTU 
minoritaires on peut être confronté à des problèmes car l’intensité de ces OTU peut se situer 
au niveau ou en dessous de la limite de détection de la méthode. De plus, un seuil de detection 
(ou ligne de base) trop faible peu induire un bruit de fond et donc un biais dans l’analyse des 
données. Plusieurs méthodes existent pour discriminer le bruit de fond, la première se base sur 




un calcul du pourcentage de contribution des pics constants (Sait et al., 2003), la deuxième 
élimine le bruit de fond par un calcul basé sur l’intensité de fluorescence maximale (Dunbar et 
al., 2000) et la dernière, appelée « optimal divisor » (Osborne et al., 2006), définit la valeur 
du bruit de fond par une relation de proportionnalité entre la fluorescence totale d’un puits et 
le nombre de pics détectés dans celui-ci. C’est cette dernière méthode qui a été appliquée aux 
échantillons, avec un optimal divisor de 1/1000 (communautés totales) et 1/500 
(communautés fonctionnelles). Ainsi pour chaque puits, les pics ayant une fluorescence 
inférieure à 1/1000éme de la fluorescence totale du puits, pour les communautés totales et à 
1/500éme pour les communautés fonctionnelles, ont été supprimés du jeu de données car 
considérés comme du bruit de fond.   
La taille des fragments a été bornée entre une taille maximale correspondant à la taille 
du fragment amplifié par les amorces (arrondi à la valeur la plus proche) et une taille 
minimale (basée sur la littérature) ainsi les fragments ont été bornés entre 35 et 640 pb pour 
les archées, entre 40 et 760 pb pour les méthanogènes et entre 50 et 510 pb pour les 
méthanotrophes. Pour les bactéries, la taille maximale des fragments est bornée par la limite 
analytique de la technique, soit 1200 pb, la taille minimale est de 160 pb (taille du fragment 
amplifié entre l’ADNr 16S et 23S quand l’intergène est absent). Les données ont ensuite été 
"binnées" (regroupées) à l'aide de l'interactive binner script (Ramette, 2009, 
http://www.ecology-research.com) sous R (R Development Core Team, 2014; http://cran.r-
project.org/). Cette étape, dite binning, permet de regrouper des tailles de pics proches, issues 
des électrophorégrammes, à une même taille d’OTU. Le choix de la distance entre les pics 
proches est fonction des communautés et est déterminé par la « window size », c’est à dire une 
valeur optimale de la fenêtre qui est un compromis entre la résolution de l’analyse (WS faible 
= grand nombre d’OTU) et une similarité entre les profils (WS élevé = faible nombre 
d’OTU). Pour cette étude la window size a été de 1 pour les bactéries et de 2 pour les autres 
communautés. La résultante de cette étape est une synthèse des différentes OTU détectées 









5. Analyse de la diversité 
 
 L'analyse de la diversité des communautés microbiennes fonctionnelles benthiques a 
été réalisée par clonage et séquençage de banques de clones. Quatre banques ont été 
construites, 1 pour les méthanogènes et 3 pour les méthanotrophes (1 banque par station). 
Pour la construction de ces banques, les échantillons ont été sélectionnés à partir des données 
acquises par génotypage (T-RFLP). L’ensemble des échantillons choisis permettait de 
recouvrir tous les T-RFs (fragments) obtenus par génotypage. Ainsi 13 échantillons ont 
permis de construire la banque de clones pour les méthanogènes, 8 échantillons pour la station 
1, 6 pour la station 2 et 10 pour la station 3 pour les méthanotrophes.  
L'amplification PCR des échantillons a été réalisée avec les mêmes protocoles que 
pour le génotypage (Tableaux 5 et 6). Les produits PCR ont été quantifiés sur gel d’agarose à 
1,65% et mélangés en quantité équimolaire. Le pool des produits PCR a été purifié avec un kit 
NucleoSpin gel and PCR clean up (Macherey - Nagel) selon le protocole du fournisseur. Le 
pool des produits PCR a été quantifié avec un kit QuantiFluor dsDNA System (Promega) par 
fluorimétrie (Plate Chameleon fluorometer, Hidex) à une longueur d’onde d’excitation de 495 
nm et une longueur d’onde d’émission à 590 nm. 
Les produits PCR poolés, purifiés et quantifiés ont ensuite été clonés à l'aide du 
pGEM-T Easy Vector Systems (Promega) selon le protocole fourni avec le kit. On notera 
cependant 2 modifications :  
- ratio molaire Insert:Vecteur : a été modifié à 8:1 pour les méthanogènes et 3:1 pour les 
méthanotrophes.  
- temps de ligation : a été doublé, passant à 2 h pour les 2 communautés.  
Les colonies transformées (blanches) ont été isolées (2 fois) sur gélose LB (Luria Bertoni) et 
la présence de l'insert a été vérifiée par PCR en utilisant les amorces SP6 / T7. Les clones 
contenant un insert ont été séquencés par Macrogen Inc. (Amsterdam, Pays Bas) à partir de 
l'amorce SP6.   
 
6. Analyse d'abondance des communautés méthanogènes et 
méthanotrophes dans les sédiments  
 
L'analyse de l'abondance des communautés méthanogènes et méthanotrophes a été 
réalisée par PCR quantitative (qPCR) à partir des gènes de fonction mcrA et pmoA. Chaque 
amplification a été réalisée en triplicat. La réaction d'amplification a été réalisée dans 25 µL et 




contenant, 1X de qPCR MasterMix Plus for SYBRGreen I Low ROX (Eurogentec),  0,3 
mg.mL-1 de BSA (Sigma-Aldrich), 0,5 µM de chaque amorce (Eurogentec) et 1 µL d'ADN. 
Les cycles d'amplifications des 2 communautés sont présentés dans le Tableau 7. Afin de 
réaliser une gamme étalon, une solution de plasmide contenant le gène d’intérêt a été réalisée. 
Pour cela, les témoins positifs méthanogènes (clone avec insert mcrA, identifié à 97% comme 
étant Méthanosarcina thermophila) et méthanotrophes (clone de la souche DSMZ 25384) ont 
été amplifiés, quantifiés et clonés. Les clones ayant l’insert ont été mis en culture dans 50 mL 
de milieu LB à 37°C sous agitation pendant une nuit. Les plasmides contenus dans la culture 
ont été extraits avec le kit NucleoSpin plasmid (Macherey Nagel), conformément au protocole 
fourni. Les plasmides extraits ont ensuite été linéarisés par restriction enzymatique (SalI, 
Promega), purifiés et quantifiés. Le nombre de copies de plasmides contenus dans l’extrait a 
été calculé et a permis de créer une solution mère d’ADN plasmidique à 109 copies.µL-1. Des 
dilutions en cascade de 10 en 10 ont été réalisées afin de faire une gamme étalon comprise 
entre 109 et 101 copies.µL-1. Cette gamme étalon a permis de quantifier le nombre de copies 
de chacun des gènes étudiés dans les échantillons. Pour mcrA, on trouve une seule copie du 
gène par cellule, alors que pour les méthanotrophes, il y a 2 copies du gène pmoA par cellule 
(Stolyar et al., 1999). La gamme étalon a aussi permis de déterminer l’efficacité de la réaction 
d’amplification, pour mcrA une efficacité de 93% a été obtenue et une efficacité de 99% pour 
pmoA.  
 
Tableau 7 : Cycles d'amplification en qPCR pour les communautés méthanogènes et 
méthanotrophes. Pour chaque communauté les températures, les durées et le nombre de 
cycles utilisés pour chaque étape sont indiqués.  
 
 Méthanogènes Méthanotrophes 
 
Température Temps Cycles Température Temps Cycles 
Dénaturation initiale 95°C 10 min 1 95°C 10 min 1 
Dénaturation 94°C 45 sec 40 94°C 45 sec 45 
Hybridation 52°C 90 sec 40 60°C 60 sec 45 
Elongation 72°C 2 min 40 72°C 90 sec 45 
Acquisition 80°C 10 sec 1 80°C 10 sec 1 
Courbe de dissociation 30°C – 95°C 30 sec 1 30°C – 95°C 30 sec 1 
  




7. Analyses statistiques concernant les communautés microbiennes 
 
 La composition phénotypique des communautés microbiennes a été analysée par 
analyse en composantes principales (ACP) avec le logiciel R (ADE4 package, Dray & 
Dufour, 2007). L’utilisation des différentes sources carbonnées a été représentée par un 
diagramme en étoile à l’aide du logiciel Excel comme suggéré dans les travaux de Pommier et 
al. (2014). 
Pour l’analyse de l’hétérogénéité spatiale de la structure des communautés 
microbiennes benthiques à multi-échelle, une matrice de présence / absence a été exportée 
après binning. A partir de celle-ci, une matrice de distance de Jaccard a été réalisée et 
représentée sous forme d’un nMDS (non Multi-Dimensional Scaling, Clarke & Warwick, 
2001) avec le logiciel R (Vegan package, Oksanen et al., 2013). La significativité et 
l’amplitude des différences entre les groupes, définis a priori, ont été déterminées par une 
analyse de similarité (ANOSIM, logiciel R, Vegan package). L’ANOSIM a été réalisée à 
partir de la matrice de Jaccard avec une permutation aléatoire de 10 000 tests. Les groupes ont 
été considérés comme significativement différents à un seuil de 5% après correction de 
Bonferroni (logiciel R, stats package). Afin d’explorer les relations entre les paramètres 
environnementaux et la structure des communautés microbiennes, une analyse de redondance 
(RDA) a été effectuée (logiciel R, ADE4 package, Dray & Dufour, 2007) avec un test de 
Monte Carlo (1 000 permutations). Pour évaluer les relations entre les communautés totales et 
fonctionnelles, une analyse procrustéenne a été réalisée (PROTEST logiciel, Jackson, 1995). 
La représentation graphique des analyses procrustéenes a été réalisée avec le logiciel R. Enfin, 
pour montrer la répartition des OTU entre les strates et les stations, des diagrammes de Venn 
ont été réalisés à partir de l’outil en ligne suivant : 
http://bioinfogp.cnb.csic.es/tools/venny/index.html (Oliveros, 2007). 
Pour l’analyse de la variabilité temporelle de la structure des communautés 
fonctionnelles, une matrice d’abondance a été exportée après binning, puis une matrice de 
similarité Bray-Curtis a été réalisée et représentée sous forme d’un nMDS. La significativité 
et l’amplitude des différences entre les groupes, définis a priori, ont été déterminés par une 
ANOSIM qui a été réalisée à partir de la matrice de Bray-Curtis avec une permutation 
aléatoire de 10 000 tests. Les groupes ont été considérés comme significativement différents à 
un seuil de 5% après correction de Bonferroni (logiciel R, stats package). Afin d’identifier la 
contribution des différentes OTU aux variations temporelles une analyse SIMPER (SIMilarity 




PERcentage) a été faite avec le logiciel Past (Hammer et al., 2001) à partir de la matrice de 
similarité de Bray-Curtis. Enfin, pour identifier les relations entre la structure des 
communautés microbiennes et les paramètres environnementaux des analyses de redondances  
(RDA) ont été éffectuées avec le logiciel R (package ade4, Dray & Dufour, 2007).  
 Pour l’analyse de la diversité, les séquences ont été nettoyées (amorces SP6, mcrA, 
pmoA et la séquence du site de clonage multiple ont été retirées) avec le logiciel BioEdit 
Sequence Alignment Editor (Hall, 1999). Après avoir supprimé les chimères à partir de la 
plateforme Functional Gene Pipeline and Repository (FunGene, Fish et al., 2013), 132 
séquences pour les méthanogènes et 232 pour les méthanotrophes ont été analysées. A partir 
d’un seuil à 95% pour mcrA (Daebeler et al., 2013) et à 93% pour pmoA (Degelmann et al., 
2010) les séquences ont été regroupées en unité opérationnelle taxonomique (OTU) à l’aide 
du logiciel DOTUR (Schloss P. & Handelsman J., 2005). Pour chaque communauté un arbre 
phylogénétique a été réalisé à partir des séquences représentatives des OTU à l’aide du 
logiciel MEGA (version 6, Tamura et al., 2013) en utilisant la méthode de Neighbor–Joining. 
Un test de bootstrap avec 1 000 permutations a été réalisé. Enfin les clones ont été digérés in 







Chapitre III  
– 
Etude de la variabilité 
spatiale des communautés 
microbiennes benthiques à 









 Avant propos 
 
 Dans ce chapitre, sont présentés les données ayant trait à l’analyse de la variabilité 
spatiale des communautés microbiennes benthiques totales et fonctionnelles. Ce travail a fait 
l’objet d’un article publié dans la revue Hydrobiologia (Billard et al., 2015, vol 751: 159-
173).  
Lors de la rédaction de cet article, la construction de banques de clones, en vue de déterminer 
la diversité des communautés fonctionnelles benthiques dans le lac du Bourget était en cours. 
Les données de séquençage des banques de clones n’avaient donc pas été inclues dans le 
manuscrit soumis à Hydrobiologia, mais leur analyse nous a semblé apporter une information 






 L’objectif de cette étude a été d’analyser l'hétérogénéité et la variabilité spatiale, à 
différentes échelles, de la structure des communautés microbiennes benthiques totales 
(bactéries et archées) et fonctionnelles (méthanogènes et méthanotrophes) dans le Lac du 
Bourget. Tout d’abord, afin de tester la pertinence de pooler les extraits ADN avant les 
analyses de génotypage, une analyse comparative de la structure et de la richesse (nombre 
d’OTU détectées) des communautés microbiennes a été effectuée entre des échantillons 
poolés (extraits d’ADN regroupés 2 par 2) et des échantillons analysés individuellement 
(échantillons individuels ayant servis à faire les pools).  
 L’hétérogénéité des communautés microbiennes totales et fonctionnelles a été évaluée 
au sein de chaque strate sédimentaire (niveau d’hétérogénéité intra–carotte via l’analyse de 5 
réplicats par strate), pour des carottes différentes prélevées au sein d’une même station 
(niveau d’hétérogénéité intra–station via la comparaison entre 3 carottes) et le long d’un 




transect de distance (niveau d’hétérogénéité inter-station via l’étude de 3 stations 
d’échantillonnage).  
 Ces analyses comparatives à l’échelle horizontale ont par ailleurs été effectuées de 
manière croisée avec la variabilité verticale en étudiant 3 strates sédimentaires différentes le 
long des carottes (inter–strates).  
 Enfin les résultats relatifs à la structure des communautés ont été mis en lien avec les 
paramètres environnementaux susceptibles de modifier la structure des communautés 
microbiennes benthiques. 
 Cette étude s’appuie sur l’analyse de marqueurs phylogénétiques (ITS pour les 
bactéries et ADNr 16S pour les archées) pour les communautés totales et sur celle de gènes 
fonctionnels ciblés pour les méthanogènes (mcrA) et les méthanotrophes (pmoA). Deux 
techniques de génotypage ont été utilisées, à savoir l’ARISA pour les bactéries et la T-RFLP 
pour les autres communautés.  
 
 
II.  Résultats  
 
 L’étude comparative entre les pools et les échantillons individuels montre que pour 3 
des 4 communautés microbiennes étudiées, un nombre d'OTU significativement plus faible 
dans les pools est détecté, avec un nombre moyen d’OTU (± écart-type) par pool de 45 ± 4 
OTU pour les bactéries, 10 ± 2 OTU pour les archées et 4 ± 1 OTU pour les méthanogènes 
contre 50 ± 3, 12 ± 2 et 5 ± 1 OTU dans les échantillons individuels. Seul le nombre d'OTU 
des méthanotrophes ne présente pas de différence significative entre pools et échantillons 
individuels (6 ± 1 OTU). Pour les communautés totales, les OTU présentes dans les 
échantillons individuels mais non retrouvées dans les pools, sont majoritairement (91% pour 
les bactéries et 62% pour les archées) des OTU dont l'intensité de fluorescence relative (RFI) 
est inférieure à 1% (OTU rare). Toutefois, aucune différence significative n’est observée entre 
les pools et les échantillons individuels pour la structure des communautés.  
 En ce qui concerne le nombre d'OTU détectées, une augmentation de l’hétérogénéité 
est observée en fonction de l’échelle spatiale horizontale : l’hétérogénéité intra-carotte est 
modérée en comparaison de celle observée au niveau de l'intra-station. Les coefficients de 




variation (CV ± SD) estimés pour la richesse varient du niveau intra-carotte au niveau intra-
station en passant de 10 ± 4 à 14 ± 5% pour les bactéries, de 10 ± 11 à 24 ± 6% pour les 
archées, de 22 ± 12 à 31 ± 5% pour les méthanotrophes et de 22 ± 10 à 30 ± 7% pour les 
méthanogènes.  
 De même, alors qu’il n’est pas détecté de différence significative de la structure des 
communautés microbiennes benthiques entre les carottes d’une même station, ce niveau 
d’hétérogénéïté augmente pour les comparaisons effectuées au niveau spatial horizontal 
supérieur. Pour les bactéries, le CV passe de 9 ± 4 à 13 ± 4% de l’intra-carotte vers l’intra-
station, pour les archées de 31 ± 11 à 33 ± 5%, de 28 ± 12 à 30 ± 6% pour les méthanotrophes 
et de 33 ± 13 à 39 ± 8% pour les méthanogènes.  
 Le nombre total d'OTU détectées est de 185 pour les bactéries, 63 pour les archées, 15 
pour les méthanotrophes et 11 pour les méthanogènes. A l’échelle horizontale, la proportion 
d’OTU communes aux 3 stations est de 12% pour les bactéries, 14% pour les archées, 40% 
pour les méthanotrophes et 55% pour les méthanogènes. Pour l'ensemble des communautés 
microbiennes une différence significative de la structure est observée entre les 3 stations (p < 
0,001 pour les bactéries et les archées, p < 0,005 pour les méthanotrophes et p < 0,03 pour les 
méthanogènes). 
 L’analyse de la variabilité verticale montre que pour les bactéries 37 ± 5% des OTU 
sont communes aux 3 strates, une proportion similaire est observée pour les archées (37 ± 
11%), on atteint 43 ± 18% et 53 ± 12% respectivement pour les méthanogènes et les 
méthanotrophes. Toutefois, lorsque l’on compare la structure des communautés entre les 3 
strates sédimentaires pour chacune des stations, seules les bactéries montrent une structure 
significativement différente entre les 3 strates (p < 0,001). Pour les autres communautés, seule 
la strate de surface (0-1 cm), est significativement différente des autres strates (p < 0,001 pour 
les archées, p < 0,005 pour les méthanotrophes et p < 0,01 pour les méthanogènes).  
 Afin d’évaluer la contribution des paramètres environnementaux sur la structure des 
communautés microbiennes dans le Lac du Bourget une analyse de redondance a été réalisée. 
Seule la taille médiane des particules sédimentaires explique significativement les variations 
de structure des 4 communautés microbiennes entre les 3 stations (p < 0,001 pour les 
communautés totales et p < 0,05 pour les communautés fonctionnelles). Les taux de 
carbonates et de carbone total expliquent significativement les variations de structure 
observées chez les bactéries (p < 0,001) et les communautés fonctionnelles (p < 0,05). La 




saturation en oxygène à l'interface eau-sédiment explique les variations de structure observées 
chez les communautés totales (p < 0,001) et méthanogènes (p < 0,05). Les taux d'humidité et 
d'azote total sont explicatifs de la structure des bactéries uniquement (p < 0,001) et la matière 
organique de celle des méthanogènes (p < 0,001).  
 
 
III.  Discussion 
 
 Les données acquises confirment la nécessité d’intégrer, dans les études 
écosystémiques, différentes échelles spatiales pour l’étude des communautés microbiennes 
benthiques. L'hétérogénéité spatiale horizontale des communautés augmente de l'intra-carotte 
vers l'intra-station, confirmant d’autres études sur les sédiments (Bowen et al., 2012; Jacob et 
al., 2013; Tsertova et al., 2013), sans affecter significativement la structure des différentes 
communautés microbiennes. Ceci peut être expliqué par une variabilité relativement faible 
des conditions environnementales à micro-échelle (niveau intra-carotte) voire à l’échelle d'une 
station. Toutefois, avec des méthodes ayant une résolution plus fine, des changements de 
structure en intra-station pourraient être visibles, notamment pour les communatés totales. 
L'analyse comparative sur "l'effet de pool" montre une perte d'OTU dans les échantillons 
poolés, perte qui est dûe d’une part à un effet de dilution dans les pools et d’autre part à la 
sensibilité de la méthode qui masque les OTU rares (Bowen et al., 2012; Gobet et al., 2013) la 
faible résolution du génotypage permettant de détecter principalement des OTU dominantes 
(Gilbert et al., 2009 ; Bienhold et al., 2012).  
La structure des communautés microbiennes totales montre une variabilité spatiale à la 
fois horizontale (niveau inter-stations) et verticale (niveau inter-strate). A l'échelle 
horizontale, les 2 communautés montrent un changement de structure entre les stations, mais à 
l'échelle verticale seules les bactéries ont une structure significativement différente entre 
chaque strate sédimentaire, les archées ayant uniquement une structure différente entre la 
strate de surface (0-1 cm) et les strates profondes (Ye et al., 2009 ; Swan et al., 2010). 
Comme précédemment rapporté par d’autres études les bactéries et les archées ont des 
préférences écologiques différentes, de fait elles ne sont pas influencées par les mêmes 
conditions environnementales (Liu et al., 2009 ; Ye et al., 2009). De plus, les Crenarchaeota 




et les Euryarchaeota peuvent avoir des T-RF identiques masquant une partie de la structure 
des archées et donc une partie de la variabilité. Ce biais n’est pas à exclure dans notre analyse. 
L’analyse de redondance montre que la structure de la communauté bactérienne est influencée 
par un plus grand nombre de paramètres environnementaux que la communauté archéenne. 
Pour les bactéries, tous les paramètres, sauf le taux de matière organique, ont un effet 
significatif sur la structure de cette communauté alors que pour les archées seules, la taille des 
particules et la saturation en oxygène montrent un effet significatif. Nos résultats confirment 
d’autres études ayant permis de corréler la diversité bactérienne à de nombreux facteurs 
environnementaux tels que le pH, la matière organique, les taux de carbone et d’azote totaux 
et la porosité (Docherty et al., 2006 ; Liu et al., 2009 ; Hollister et al., 2010 ; Swan et al., 
2010). Bien que le taux de matière organique ne soit pas corrélé avec les communautés totales 
dans notre étude, il est possible que la qualité de la matière organique soit un paramètre 
structurant ces communautés (Docherty et al., 2006), en particulier du fait de la localisation 
de nos stations d’échantillonnage (soumises ou non aux apports de matière organique de la 
Leysse). Les apports de matières organiques allochtones d’un côté et autochtone d’un autre, 
pouraient être un paramètre explicatif des différences de structure des communautés totales 
entre les stations.  
 A l'échelle verticale, les 2 communautés fonctionnelles changent significativement de 
structure entre la strate de surface et les strates plus profondes. Pour la méthanotrophie 
l’oxygène est une nécessité (Borrel et al., 2011), toutefois les méthanotrophes peuvent 
survivre en conditions anaérobies (Roslev & King, 1996). En revanche leur détection via 
l’ADN, dans les strates profondes anoxiques, nécessite des travaux complémentaires afin de 
savoir s'il s'agit de communautés viables ou d’ADN preservé dans les sédiments suite à 
l’enfouissement de communautés microbiennes anciennes comme cela peut être le cas 
notamment pour les méthanogènes (Belle et al., 2014). Concernant les méthanogènes, 
l'absence d'oxygène est un pré-requis pour leurs activités (Borrel et al., 2011), par conséquent 
leur présence dans la strate d'interface sur les stations oxygénées pose question. Toutefois, la 
stratégie d'échantillonnage mise en œuvre, notamment pour la strate d’interface (strate de 1 
cm), et de récentes études sur la présence de méthanogènes en conditions oxygénées (Angel et 
al., 2011 ; Grossart et al., 2011 ; Tang et al., 2014) permettent d’émettre des hypothèses quant 
à leur présence en conditions aérobies. A l'échelle horizontale, les communautés 
fonctionnelles montrent un changement significatif de structure entre les stations. L’analyse 
de redondance montre que la structure des 2 communautés est influencée par plusieurs 




paramètres environnementaux (taux de carbone total, de carbonates et taille des particules 
sédimentaires). Pour les méthanogènes, la matière organique et la saturation en oxygène sont 
aussi des paramètres expliquant en partie les changements de structure de cette communauté. 
Ces variations de conditions environnementales entre les différentes stations peuvent être une 
explication aux variations horizontales de la structure des méthanogènes et des 
méthanotrophes (Biderre-Petit et al., 2011 ; Deutzman et al., 2011). 
En conclusion, ce travail a permis de démontrer les variations spatiales de structure 
des communautés microbiennes benthiques totales et fonctionnelles dans la verticalité (en lien 
avec de possibles changements de condition d'oxydoréduction) et sur l'horizontalité (transect 
de distance entre le principal affluent du Lac et la zone la plus profonde). L'analyse 
comparative, entre pools et échantillons individuels a montré que ces derniers permettaient 
d’obtenir un plus grand nombre d’OTU, favorisant l’étude de la structure des communautés 
microbiennes. L'étude de l'hétérogénéité a permis d'évaluer qu'une seule carotte par station 
était suffisante pour l'analyse de la structure. Enfin, l'étude de la variabilité a montré que des 
conditions environnementales contrastées influençaient la structure des communautés 
microbiennes. Toutefois une analyse un peu plus détaillée dans la verticalité (strates 
intermédiaires ente 1–9 cm et 11–19 cm) pourrait être intéressante de même que l'intégration 
d'une échelle temporelle (en lien avec la stratification lacustre) afin de gagner en 
compréhension sur ces communautés.  
 
 
IV. Article & Données complémentaires 
 
 




















































































Données complémentaires (Supplementary material) 
 
Material and methods: reproducibility tests for genotyping methods (ARISA and T-RFLP) 
 Reproducibility of the genotyping techniques used has been assessed for our 
environmental sediment samples on Lake Bourget, France. PCR bias was assessed on 
sediment samples that were independently amplified 3 times. For methanogens, a variability 
of 0.77 ± 0.23 OTUs out of 4 OTUs detected on average (CV = 30%) was observed. As for 
structure, based on Jaccard similarity, a variability of 6.0% (CV) was detected. For 
methanotrophs, a variability of 0.58 ± 0.15 OTUs out of 6 OTUs detected on average (CV = 
26%) was recorded and based on Jaccard similarity, a variability of 5.6% (CV) was detected 
for structure. For Bacteria, the variability was of 4.6 ± 1.2 OTUs out of 44 OTUs detected on 
average (CV = 26%) for OTU number and of 1.6% (CV) for structure. 
 
  
Supplementary Table S1 For bacterial, archaeal, methanotrophs and methanogens community, intra-core and intra-site variability observed for OTU number: minimum and maximum OTU numbers, and calculated average ± SD and CV (%) values. Intra-core analysis is based on 5 replicate samples collected within 1 
cm layers (0-1 cm, 9-10 cm or 19-20 cm) of a given core, and intra-site analysis is based on 15 replicate samples collected within 1 cm layers of the 3 cores collected at the same site (5 replicates per layer and per core) 
 
 
Site Depth  Core   Bacteria      Archeae      Methanotrophs      Methanogens    
 (cm)   Intra-core   Intra-site   Intra-core   Intra-site   Intra-core   Intra-site   Intra-core   Intra-site  
   
min - max 
average ± 
SD CV (%) min - max 
average ± 
SD CV (%) min - max 
average ± 
SD CV (%) min - max 
average ± 
SD CV (%) min - max 
average ± 
SD CV (%) min - max 
average ± 
SD CV (%) min - max 
average ± 
SD CV (%) min - max 
average ± 
SD CV (%) 
  C1 33 - 42 39.0 ± 3.7 15    6 - 7 6.4 ± 0.5 9    5 - 9 6.6 ± 1.8 27    4 - 6 4.6 ± 0.8 19    
 0-1 C2 31 - 39 35.2 ± 3.7 13 31 - 48 40.3 ± 5.1 13 6 - 7 6.2 ± 0.4 7 5 - 11 6.6 ± 1.4 21 4 - 10 6.8 ± 2.3 34 4 - 10 5.8 ± 1.7 29 4 - 6 5.0 ± 1.0 20 3 - 6 4.2 ± 0.9 23 
  C3 37 - 44 40.4 ± 2.8 11    6 - 8 7.0 ± 0.7 10    4 - 6 5.2 ± 0.8 15    3 - 4 3.6 ± 0.5 14    
  C1 27 - 32 29.2 ± 2.2 14    2 - 8 5.2 ± 2.2 44    2 - 5 3.8 ± 1.0 26    2 - 5 3.2 ± 1.3 41    
1 9-10 C2 25 - 34 29.8 ± 3.4 11 25 - 50 37.6 ± 8.2 22 4 - 8 5.2 ± 1.6 32 2 - 10 6.6 ± 2.1 33 2 - 3 2.2 ± 0.5 23 2 - 7 3.8 ± 1.5 39 3 - 5 4.0 ± 1.0 25 2 - 6 3.1 ± 1.2 39 
  C3 39 - 47 43.2 ± 2.8 6    7 - 10 8.2 ± 1.3 16    4 - 6 5.0 ± 0.7 14    2 - 3 2.6 ± 0.5 19    
  C1 29 - 37 32.8 ± 3.5 11    7 - 11 8.8 ± 1.6 19    4 - 8 5.8 ± 1.4 24    3 - 4 3.7 ± 0.5 13    
 19-20 C2 34 - 38 36.2 ± 1.7 5 29 - 52 39.8 ± 7.1 18 5 - 8 7.2 ± 1.3 18 5 - 11 8.8 ± 1.6 18 2 - 6 4.6 ± 1.9 41 2 - 8 4.8 ± 1.6 33 3 - 4 3.3 ± 0.5 17 2 - 5 3.2 ± 0.9 30 
  C3 43 - 47 45.2 ± 2.0 4    9 - 11 10.2 ± 0.8 8    4 - 6 5.0 ± 0.7 14    2 - 4 2.8 ± 1.0 36    
  C1 34 - 43 37.6 ± 4.1 11    6 - 9 7.2 ± 1.3 18    3 - 9 5.2 ± 2.3 44    3 - 4 3.4 ± 0.5 16    
 0-1 C2 37 - 46 42.6 ± 3.9 9 34 - 49 41.6 ± 4.2 10 8 - 12 10.8 ± 1.6 15 6 - 13 9.3 ± 2.2 24 4 - 6 4.8 ± 0.8 17 3 - 9 4.7 ± 1.6 34 3 - 5 4.0 ± 0.7 18 2 - 5 3.3 ± 0.7 22 
  C3 41 - 49 44.4 ± 3.1 7    9 - 11 10.0 ± 1.0 10    3 - 4 3.4 ± 0.5 15    3 - 4 3.2 ± 0.4 13    
  C1 47 - 50 48.0 ± 1.4 3    7 - 12 9.8 ± 2.1 22    5 - 6 5.2 ± 0.5 10    2 - 5 3.4 ± 1.5 45    
2 9-10 C2 30 - 46 38.6 ± 6.0 16 30 - 50 43.5 ± 5.6 13 5 - 9 7.8 ± 1.7 23 5 - 12 8.9 ± 1.8 20 2 - 6 3.7 ± 1.7 46 2 - 8 5.5 ± 1.5 27 3 - 4 3.5 ± 0.5 16 2 - 7 3.8 ± 1.3 34 
  C3 40 - 49 44.2 ± 4.0 9    7 - 9 8.2 ± 0.8 10    5 - 7 6.0 ± 0.7 12    3 - 5 3.6 ± 0.8 22    
  C1 36 - 46 40.6 ± 3.7 9    8 - 12 9.8 ± 1.7 18    2 - 5 3.8 ± 1.3 34    2 - 5 3.6 ± 1.1 32    
 19-20 C2 38 - 49 43.6 ± 4.6 11 34 - 49 42.2 ± 4.7 11 4 - 13 8.4 ± 3.7 45 4 - 13 8.4 ± 2.3 28 3 - 3 3.0 ± 0.0 0 2 - 5 3.5 ± 0.9 26 3 - 5 4.0 ± 1.1 29 2 - 5 3.4 ± 1.1 33 
  C3 34 - 48 40.6 ± 6.1 15    8 - 10 9.2 ± 0.8 9    3 - 4 3.2 ± 0.4 13    2 - 3 2.6 ± 0.5 19    
 0-1 C1 39 - 53 47.0 ± 6.1 13    11 - 14 12.6 ± 1.1 9    4 - 6 4.8 ± 0.8 17    4 - 5 4.4 ± 0.5 11    
3 9-10 C2 38 - 48 43.4 ± 4.9 11    10 - 12 11.2 ± 1.0 9    4 - 6 5.4 ± 0.8 15    3 - 5 4.2 ± 1.0 24    







Supplementary Table S2 For bacterial, archaeal, methanotrophs and methanogens community, intra-core and intra-site variability observed for structure: minimum and maximum values of Jaccard similarity, and calculated average ± SD and CV (%) values. Intra-core analysis is based on 5 replicate samples collected 
within 1 cm layers (0-1 cm, 9-10 cm or 19-20 cm) of a given core, and intra-site analysis is based on 15 replicate samples collected within 1 cm layers of the 3 cores collected at the same site (5 replicates per layer and per core) 
 
 
Site Depth  Core   Bacteria      Archeae      Methanotrophs      Methanogens    
 (cm)   Intra-core   Intra-site   Intra-core   Intra-site   Intra-core   Intra-site   Intra-core   Intra-site  
   
min - max 
average ± 
SD CV (%) min - max 
average ± 
SD CV (%) min - max 
average ± 
SD CV (%) min - max 
average ± 
SD CV (%) min - max 
average ± 
SD CV (%) min - max 
average ± 
SD CV (%) min - max 
average ± 
SD CV (%) min - max 
average ± 
SD CV (%) 
  C1 0.54 - 0.81 0.65 ± 0.08 12    0.30 - 0.87 0.53 ± 0.24 45    0.50 - 0.87 0.62 ± 0.13 21    0.40 - 0.99 0.71 ± 0.25 35    
 0-1 C2 0.62 - 0.85 0.73 ± 0.07 10 0.54 - 0.90 0.76 ± 0.08 11 0.22 - 0.99 0.55 ± 0.24 44 0.16 - 0.99 0.45 ± 0.17 38 0.20 - 0.75 0.48 ± 0.17 35 0.33 - 0.99 0.74 ± 0.17 23 0.40 - 0.99 0.71 ± 0.16 23 0.20 - 0.99 0.64 ± 0.23 36 
  C3 0.69 - 0.86 0.78 ± 0.05 6    0.18 - 0.70 0.40 ± 0.16 40    0.60 - 0.99 0.78 ± 0.13 17    0.33 - 0.99 0.61 ± 0.18 30    
  C1 0.51 - 0.63 0.56 ± 0.04 7    0.25 - 0.75 0.50 ± 0.20 40    0.33 - 0.77 0.57 ± 0.14 25    0.25 - 0.99 0.46 ± 0.24 52    
1 9-10 C2 0.35 - 0.63 0.46 ± 0.08 17 0.35 - 0.92 0.72 ± 0.14 19 0.28 - 0.60 0.41 ± 0.13 32 0.18 - 0.88 0.46 ± 0.18 39 0.25 - 0.99 0.62 ± 0.41 66 0.20 - 0.99 0.62 ± 0.19 31 0.50 - 0.75 0.63 ± 0.12 19 0.25 - 0.99 0.55 ± 0.26 47 
  C3 0.67 - 0.85 0.74 ± 0.05 7    0.25 - 0.88 0.45 ± 0.19 42    0.60 - 0.99 0.74 ± 0.12 16    0.33 - 0.99 0.64 ± 0.33 52    
  C1 0.66 - 0.87 0.71 ± 0.06 8    0.45 - 0.90 0.65 ± 0.13 20    0.60 - 0.99 0.83 ± 0.12 14    0.50 - 0.99 0.66 ± 0.18 27    
 19-20 C2 0.51 - 0.74 0.63 ± 0.08 13 0.51 - 0.87 0.75 ± 0.08 11 0.40 - 0.77 0.56 ± 0.14 25 0.21 - 0.90 0.53 ± 0.15 28 0.33 - 0.99 0.65 ± 0.14 22 0.16 - 0.99 0.55 ± 0.19 35 0.33 - 0.66 0.55 ± 0.19 35 0.25 - 0.99 0.53 ± 0.24 45 
  C3 0.75 - 0.85 0.80 ± 0.03 4    0.33 - 0.73 0.49 ± 0.16 33    0.50 - 0.99 0.70 ± 0.14 20    0.25 - 0.99 0.48 ± 0.2 42    
  C1 0.62 - 0.86 0.71 ± 0.06 8    0.45 - 0.85 0.61 ± 0.12 20    0.20 - 0.66 0.04 ± 0.16 40    0.66 - 0.99 0.79 ± 0.17 22    
 0-1 C2 0.63 - 0.81 0.73 ± 0.05 7 0.52 - 0.86 0.72 ± 0.07 10 0.46 - 0.91 0.63 ± 0.15 24 0.21 - 0.91 0.50 ± 0.15 30 0.60 - 0.99 0.76 ± 0.15 20 0.20 - 0.99 0.61 ± 0.23 38 0.25 - 0.75 0.54 ± 0.18 33 0.25 - 0.99 0.76 ± 0.19 25 
  C3 0.61 - 0.79 0.70 ± 0.07 10    0.23 - 0.72 0.44 ± 0.16 36    0.40 - 0.99 0.71 ± 0.20 28    0.50 - 0.99 0.77 ± 0.17 22    
  C1 0.64 - 0.81 0.74 ± 0.06 8    0.46 - 0.99 0.63 ± 0.16 25    0.60 – 1.00 0.74 ± 0.16 22    0.20 - 0.99 0.44 ± 0.3 68    
2 9-10 C2 0.63 - 0.78 0.74 ± 0.04 5 0.35 - 0.81 0.66 ± 0.10 15 0.62 - 0.99 0.78 ± 0.12 15 0.30 - 0.99 0.58 ± 0.16 28 0.20 - 0.80 0.51 ± 0.21 41 0.20 - 0.99 0.65 ± 0.15 23 0.66 - 0.99 0.77 ± 0.17 22 0.20 - 0.99 0.53 ± 0.23 43 
  C3 0.62 - 0.71 0.66 ± 0.03 5    0.33 - 0.90 0.60 ± 0.20 33    0.42 - 0.99 0.64 ± 0.18 28    0.33 - 0.83 0.56 ± 0.14 25    
  C1 0.51 - 0.74 0.62 ± 0.06 10    0.53 - 0.80 0.67 ± 0.09 13    0.28 - 0.99 0.63 ± 0.23 37    0.25 - 0.99 0.58 ± 0.24 41    
 19-20 C2 0.46 - 0.75 0.61 ± 0.09 15 0.46 - 0.83 0.64 ± 0.08 13 0.33 - 0.78 0.44 ± 0.16 36 0.14 - 0.81 0.49 ± 0.18 37 0.42 - 1.00 0.65 ± 0.17 26 0.40 - 1.00 0.69 ± 0.20 29 0.50 - 0.99 0.66 ± 0.25 38 0.25 - 0.99 0.57 ± 0.23 40 
  C3 0.50 - 0.67 0.60 ± 0.06 10    0.23 - 0.70 0.46 ± 0.17 37    0.50 - 0.99 0.74 ± 0.18 24    0.33 - 0.99 0.55 ± 0.2 36    
 0-1 C1 0.64 - 0.89 0.74 ± 0.06 8    0.40 - 0.85 0.57 ± 0.13 23    0.33 - 0.75 0.55 ± 0.14 25    0.33 - 0.8 0.61 ± 0.15 25    
3 9-10 C2 0.57 - 0.84 0.70 ± 0.10 14    0.46 - 0.85 0.65 ± 0.10 15    0.33 - 0.80 0.54 ± 0.14 26    0.40 - 0.99 0.67 ± 0.21 31    
 19-20 C3 0.66 - 0.90 0.74 ± 0.06 8    0.23 - 0.85 0.47 ± 0.22 47    0.20 - 0.66 0.32 ± 0.13 41    0.50 - 0.75 0.62 ± 0.1 16    
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Supplementary Table S3 Distribution of bacterial OTUs, assessed using ARISA, at the three 
studied sites for each sediment layer. Each OTU corresponds to the size of the peak detected 
on ARISA electropherogram. A given OTU was considered present (black) when detected in 
at least one of the replicate sample analyzed for each site and each depth, and absent (white) 
when undetected in every replicate sample. 
  Site 1 Site 2 Site 3 
OTU 0-1 cm 9-10 cm 19-20 cm 0-1 cm 9-10 cm 19-20 cm 0-1 cm 9-10 cm 19-20 cm 
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Supplementary Table S4 Distribution of archaeal T-RFs, assessed using 16S rRNA gene T-
RFLP, at the three studied sites for each sediment layer. Each T-RF corresponds to the size of the 
peak detected on T-RFLP electropherogram. A given T-RF was considered present (black) when 
detected in at least one of the replicate sample analyzed for each site and each depth, and absent 
(white) when undetected in every replicate sample. 
 
Site 1 Site 2 Site 3 
T-RFs 0-1 cm 9-10 cm 19-20 cm 0-1 cm 9-10 cm 19-20 cm 0-1 cm 9-10 cm 19-20 cm 
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Supplementary Table S5 Distribution of methanotrophs T-RFs, assessed using pmoA gene 
T-RFLP, at the three studied sites for each sediment layer. Each T-RF corresponds to the size 
of the peak detected on T-RFLP electropherogram. A given T-RF was considered present 
(black) when detected in at least one of the replicate sample analyzed for each site and each 
depth, and absent (white) when undetected in every replicate sample.  
 
 
 pmoA Site 1 Site 2 Site 3 
T-RFs 0-1 cm 9-10 cm 19-20 cm 0-1 cm 9-10 cm 19-20 cm 0-1 cm 9-10 cm 19-20 cm 
80 
         84 
         128 
         162 
         212 
         228 
         236 
         242 
         244 
         246 
         280 
         336 
         354 
         442 
         514 




Supplementary Table S6 Distribution of methanogens T-RFs, assessed using mcrA gene T-
RFLP, at the three studied sites for each sediment layer. Each T-RF corresponds to the size of 
the peak detected on T-RFLP electropherogram. A given T-RF was considered present (black) 
when detected in at least one of the replicate sample analyzed for each site and each depth, 
and absent (white) when undetected in every replicate sample.  
 
 mcrA Site 1 Site 2 Site 3 
T-RFs 0-1 cm 9-10 cm 19-20 cm 0-1 cm 9-10 cm 19-20 cm 0-1 cm 9-10 cm 19-20 cm 
40 
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         148 
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         290 
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Supplementary Fig. S1 nMDS representation of distances between pooled and single (A) 
bacterial (stress = 0.15), (B) archaeal (stress = 0.36), (C) methanotroph (stress = 0.27) and (D) 
methanogen (stress = 0.34) community structures based on Jaccard similarity analysis. (Site 1: 
black circle for single and white circle for pools, Site 2: black square for single and white 








V. Analyse complémentaire 
 
Etude de la variabilité spatiale de la compostition des communautés méthanotrophes 
dans les sédiments du Lac du Bourget 
 
 
 La diversité des méthanotrophes dans les sédiments a été analysée par clonage – 
séquençage au sein de chaque station (1 banque de clone / station, dates et strates 
confondues). La diversité des méthanotrophes dans les sédiments du Lac du Bourget sera 
developpée plus en détails dans le chapitre suivant. Cette étude complémentaire traite 
uniquement des variations spatiales de la diversité observées entre les 3 stations étudiées, pour 
cela 233 clones ont été analysés, regroupées en 57 OTU à un seuil de 93% (Degelman et al., 
2010). La distribution spatiale des OTU est détaillée dans la Figure 26. Celle-ci montre 
qu’une part importante des OTU est spécifique aux stations 1 et 3. En effet, 41% des OTU 
identifiées sur la station 1 lui sont spécifiques, tandis que 32% des OTU détectées sont 
spécifiques sur la station 3. A l’inverse, seulement 15% des OTU détectées pour les 
échantillons de la station 2 sont spécifiques à cette station car la plus grande partie des OTU 
sont communes aux autres stations (63%).   
 
Figure 26 : Diagramme de Venn (Oliveros, 2007) représentation la répartition des OTU 
méthanotrophes entre les 3 stations étudiées 




 Les OTU spécifiques à chacune des 3 stations étudiées représentent 54% des OTU 
observées dans nos échantillons. Ceci représente une part importante, laissant penser que la 
composition de la diversité des méthanotrophes peut être spatialement différente. Pour tester 
cette hypothèse, une analyse UniFrac (Lozupone & Knight, 2005) a été réalisée à partir des 
séquences représentatives de chaque OTU (soit 57 séquences) et entre les 3 stations étudiées. 
Cette analyse compare, sur la base d’un arbre phylogénétique regroupant tous les OTU, les 
compositions phylogénétiques (ici méthanotrophes) entre les différentes stations. Ainsi, dans 
les sédiments du Lac du Bourget, la composition phylogénétique des méthanotrophes n’est 
pas significativement différente entre les 3 stations étudiées (p = 0,09, après correction de 
Bonferroni). L’absence de différences suggère qu’il n’y a pas d’adaptation locale de cette 
communauté en lien avec les paramètres environnementaux de chacune des stations.  
Au sein de la station 1, parmi les 16 OTU spécifiques (Figure 26), 38% sont affiliées aux 
méthanotrophes de Type Ia (Methylococcus / Methylocaldum), 31% aux méthanotrophes de 
Type Ib (Methylobacter / Methylomonas), 25% ont été affiliées aux Methylococcaceae et 6% 
aux méthanotrophes de Type II. Pour la station 2, 4 OTU sont spécifiques de cette station dont 
3 sont affiliées aux méthanotrophes de Type Ib (2 OTU à Methylobacter et 1 OTU à 
Methylovulum) et 1 OTU est affiliée aux méthanotrophes de Type Ia et plus spécifiquement à 
Methylococcus. Pour la station 3, parmi les 11 OTU spécifiques (Figure 26), 5 OTU sont 
affiliées au méthanotrophes de Type Ia (dont 4 à Methylococcus), 4 OTU aux méthanotrophes 
de Type Ib (dont 2 à Methylobacter) et les 2 autres OTU ont été affiliées aux 
Methylococcaceae. L'absence de différence significative dans la composition phylogénétique 
des méthanotrophes dans les sédiments du Lac du Bourget peut donc être expliquée par 









Chapitre IV  
–  
Etude de la variabilité 










I. Introduction  
 
Plusieurs études récentes ont souligné la part non négligeable prise par les 
écosystèmes lacustres dans les émissions de méthane atmosphérique (Bastviken et al., 2011 ; 
Bussmann et al., 2013 ; Schmid et al., 2013), avec l’observation de pics saisonniers de 
libération de méthane en lien avec la dynamique saisonnière lacustre (Karlson et al., 2013 ; 
Fernandez et al., 2014). Il est probable que les communautés microbiennes benthiques 
impliquées dans le cycle du méthane présentent des modifications de composition, structure et 
d’abondance reflétant ces variations temporelles. Les études sur les communautés 
méthanogènes et méthanotrophes se sont le plus souvent focalisées sur l’inventaire de la 
diversité dans les écosystèmes lacustres, mais peu d’études se sont intéressées aux variations 
saisonnières auxquelles sont soumises ces communautés dans la zone benthique (Pester et al., 
2004 ; Earl et al., 2005 ; Schwarz et al., 2008). S’il a été démontré que les variations de 
température marquées, notammment dans les rizières et les zones humides, sont un facteur 
structurant pour ces communautés microbiennes (Conrad et al., 2009 ; Siljanen et al., 2012), il 
semble que dans les lacs (en particulier les lacs profonds) cet effet soit moindre compte tenu 
des amplitudes de variations de température très modérées en zones benthiques. Les 
sédiments lacustres peuvent toutefois, en fonction de leur localisation, être soumis à 
d’importantes variations saisonnières des conditions physico-chimiques, notamment en termes 
d’oxygénation au niveau de l’interface eau-sédiment. En effet, la disponibilité en oxygène 
varie au cours du temps en lien avec la stratification et le brassage de la colonne d’eau, 
induisant une dynamique saisonnière dans la mise en place de l’oxycline et de la localisation 
de l’interface oxique/anoxique (colonne d’eau et interface eau-sédiment). Les sédiments dans 
leur verticalité sont donc soumis à des variations du gradient d’oxydoréduction (Froelich, 
1979), celles-ci influençant les communautés microbiennes benthiques et notamment les 
méthanogènes et les méthanotrophes, sensibles à la présence/absence d’oxygène (Chaudhary 
et al., 2013 ; Chowdhury & Dick, 2013).  
Les communautés réalisant la méthanogénèse sont associées à des habitats anoxiques 
et elles fournissent le méthane, dont la disponibilité et la concentration sont des facteurs 
structurants pour les méthanotrophes utilisant ce substrat (Semrau et al., 2010). Pour les 
méthanogènes, le substrat est aussi un paramètre important car il détermine le type de 
méthanogénèse qui pourra être réalisé et donc la structure de la communauté 
(hydrogénotrophes vs. acétotrophes). Schulz & Conrad, (1995), rapportent des variations de 




concentration en méthane dans la zone benthique du Lac de Constance montrant que durant la 
période estivale la concentration en acétate dans les sédiments de surface (0-4 cm) peut être 
jusqu'à 20 fois supérieure à celle mesurée durant la période hivernale. En simulant la 
sédimentation d'organismes phytoplanctoniques présents durant la période estivale, ils 
retrouvent des concentrations en acétate similaires à ce qui est observé durant la période 
estivale. A l’instar de ces observations, des changements de la structure des méthanogènes ont 
été observées dans les sédiments du Lac Kinneret, 6 jours après la sédimentation de blooms 
algaux (Schwarz et al., 2008). La dégradation du phytoplancton libère des molécules qui sont 
des précurseurs de la méthanogénèse acétoclastique et qui induisent des changements dans la 
structure des méthanogènes en favorisant l’ordre des Methanosarcinales (Schwarz et al., 
2008). Ces communautés fonctionnelles benthiques sont suceptibles de répondre, non 
seulement aux variations d’oxygénation, mais aussi aux variations d’apports de matière 
organique qui sont directement influencées par la dynamique biologique saisonnière lacustre. 
Ces études soulignent la nécessité de mettre en œuvre des approches temporelles afin de 
mieux appréhender cette variabilité des communautés méthanotrophes et méthanogènes.  
Les objectifs de cette étude étaient (i) d’estimer les changements qualitatifs d'apports 
de matière organique au sédiment via une approche indirecte analysant la composition 
phénotypique des communautés microbiennes benthiques, (ii) d’étudier la variabilité 
temporelle de la structure et de l’abondance des communautés méthanogènes et 
méthanotrophes dans les sédiments du Lac du Bourget, en lien avec la dynamique saisonnière 
lacustre (changements d'oxygénation et d'apports de matières organiques), (iii) de caractériser 
la composition taxonomique des deux communautés afin d’identifier les acteurs du cycle du 
méthane et (iv) d'expliquer (les éventuels) changements de structure des méthanogènes et des 










II. Rappel concernant la stratégie d’étude et les aspects 
méthodologiques 
 
Les trois stations d’échantillonnage le long du transect de distance sont les suivantes :  
- Station 1 : 65 m de profondeur et soumis aux apports du principal affluent du Lac 
(apports allochtones). Cette station est oxygénée en permanence au cours de l’année 
- Station 2 : 110 m de profondeur et non soumise aux apports de l’affluent. Cette station 
subit des variations d’oxygénation au cours de l’année 
- Station 3 : 147 m de profondeur et le point le plus profond du Lac. Cette station est 
anoxique une partie de l’année et reçoit des apports principalement autochtones. 
 
La stratégie d’échantillonnage mise en place, de même que la stratégie d’étude utilisée pour 
étudier la variabilité temporelle de la structure et de l’abondance des communautés 
méthanogènes et méthanotrophes ont été synthétisées dans le Tableau 8. Par ailleurs, les 
détails des protocoles méthodologiques appliqués lors de cette étude sont présentés dans le 
chapitre II (Matériels & Méthodes) de ce manuscrit. 
 
Tableau 8 : Tableau récapitulatif de la stratégie d’échantillonnage des analyses effectuées 
 Dynamique temporelle 
Date d’échantillonnage Mai, Octobre, Décembre 2011 et Février 2012 
Nombre de carottes prélevées 1 carotte/station 
Strates analysées 0-1 cm - 4-5 cm - 9-10 cm - 14-15 cm - 19-20 cm 
Nombre de réplicats / strate 2 réplicats/strate 
Communutés microbiennes et 
marqueurs moléculaires  
méthanogènes (mcrA) 
méthanotrophes (pmoA) 
Analyses moléculaires Structure : génotypage (T-RFLP) Abondance : qPCR 
Diversité : clonage & séquençage 
Caractérisation des sédiments taux humidité, taux de matière organique, taux de carbonates, 
taux de carbone total, taux d’azote total, taille des particules 
sédimentaires, saturation en O2 à l’interface eau-sédiment 
Composition phénotypique des 
communautés microbiennes 
benthiques 
Biolog :  
- 3 stations d’échantillonnage 
- strate d’interface (0-1cm, seule strate oxygénée) 
- mai et octobre 2011 et février 2012 





 Pour complément concernant les analyses de séquençage, les séquences obtenues par 
clonage et séquençage des banques de clones à partir de l’amplification des gènes mcrA (132 
clones) et pmoA (232 clones) ont été déposées dans la base de données GenBank, les numéros 
d’accession sont KR011354 à KR011484 pour les méthanogènes, et KR011489 à KR011714 




1. Caractérisation des stations d’échantillonnage et des sédiments 
échantillonnés 
 
A l’interface eau–sédiment, la température mesurée varie entre 5°C et 5,8°C entre mai 
2011 et février 2012 pour l’ensemble des stations. Les variations de saturation en oxygène 
fluctuent entre 64% (décembre 2011) et 78% (mai 2011 et février 2012) pour la station 1, 
entre 59% (octobre 2011) et 79% (février 2011) pour la station 2 et entre 0% (octobre et 
décembre 2011) et 80% (février 2012) pour la station 3.  
Dans la verticalité des sédiments, une variabilité des paramètres environnementaux 
suivis est observée pour des strates localisées à la même distance de l’interface eau-sédiment 
(Figure 27). La variation des paramètres environnementaux suivis (notamment la teneur en 
carbonate ou la taille médiane des particules) semble difficilement pouvoir être soumise à une 
dynamique temporelle à court terme (9 mois pour la durée de l’étude présentée ici). Les 
variabilités temporelles observées ici semblent plutôt liées à des différences de compaction du 
sédiment entre les carottes échantillonnées sur le même site à deux dates différentes (Figure 
28).  





Figure 27 : Variations des paramètres physico-chimiques dans les sédiments (caractérisés 
pour les strates 0-1, 4-5, 9-10, 14-15 et 19–20 cm) du Lac du Bourget pour les stations 1 
(noir), 2 (gris clair) et 3 (gris foncé). Les sédiments ont été caractérisés (moyenne ± écart 
type, n=4 (mai 2011, octobre 2011, décembre 2011 et février 2012)) en termes de taux 
d’humidité (%), de matière organique (% de masse sèche [MS]), de carbonates (% MS), de 
carbone et d’azote total (% MS), ainsi que la taille médiane des particules (µm). 





Figure 28 : Exemple de comparaison de 2 carottes sédimentaires prélevées sur la station 3 en 
octobre et décembre 2011 dans le Lac du Bourget. Les traits rouges représentent les strates 
échantillonnées entre 0 et 20 cm de profondeur sur chacune des carottes. Les traits noirs en 
pointillés montrent les lamines correspondant aux mêmes strates sédimentaires.  
 




2. Analyse de la composition phénotypique des communautés 
microbiennes benthiques 
 
L’analyse des Biolog met en évidence, pour l’ensemble des stations étudiées, des 
modifications temporelles dans l’utilisation des substrats carbonés par les communautés 
microbiennes benthiques.  
Les axes 1 et 2 de l’analyse en composantes principales (ACP) des profils 
phénotypiques permettent d’expliquer 86% de la variance observée (Figure 29). L’axe 1 
discrimine l’utilisation des acides aminés, polymères et carbohydrates de l’utilisation des 
acides carboxyliques, composés phénoliques et amines par les communautés étudiées. Les 
communautés microbiennes présentes dans les échantillons de mai 2011 utilisent 
principalement les polymères (28 ± 2%), les acides aminés (24 ± 4%) et des carbohydrates 
(22 ± 1%) (Figure 29), alors qu’à partir d’octobre 2011 et en février 2012 les différents 
substrats sont utilisés par les communautés microbiennes en proportions relativement 
similaires (16,7 ± 2%, Figure 29).  
Figure 29 : ACP effectuée avec le pourcentage de l'activité microbienne de chaque guilde (Px) 
après 7 jours d'incubation. L'axe 1 représente 62,4 % et l'axe 2, 23,6% de la variance. Les 
abréviations M, O et F représentent les mois de prélèvements à savoir Mai 2011, Octobre 
2011 et Février 2012 et S1, S2 et S3 les stations d’échantillonnage. A droite, diagramme en 
étoile représentant l’utilisation des guildes carbonées (en %) pour chacune des dates et 
stations d’échantillonnage. 




3. Structure, diversité et abondance des communautés méthanogènes 
 
i. Analyse de la variabilité spatio-temporelle de la structure 
 
 L’analyse T-RFLP des méthanogènes (gène mcrA) a révélé 21 T-RF. Des différences 
significatives dans la structure des méthanogènes ont été observées entre les stations (p < 
0,006) par conséquent la variabilité temporelle a été étudiée au sein de chacune des stations. 
La variabilité temporelle de la structure des méthanogènes n’est significative que pour la 
station 2 (ANOSIM, p < 0,036, Figure 29). Deux sous groupes ont pu être distingués dans la 
verticalité, le premier regroupant les échantillons de la strate d'interface (0-1 cm) (moyenne ± 
SD des similarités de Bray-Curtis, 38 ± 23 % de similarité entre les 4 × 2 échantillons 
indépendamment de la date considérée) et le second, les échantillons des autres strates 
(comprises entre 4 et 20 cm) de cette station ((moyenne ± SD 60 ± 33 % de similarité). 
 
 
Figure 30 : nMDS réalisé à partir des distances de Bray – Curtis pour les méthanogènes 
(stress = 0,20). Pour chaque station, les dates sont représentées avec des cercles pour mai 
2011, des carrés pour octobre 2011, des triangles pour décembre 2011 et des croix pour 
février 2012.  




Une analyse SIMPER a été effectuée afin d’identifier les T-RF contribuant cette variabilité 
temporelle (Tableau 9) montrant que les T-RF 40 et 288 sont responsables, à eux seuls, de 
50% de la variabilité temporelle (Tableau 9). Si l’on considère uniquement la strate 
d’interface (0-1 cm, Tableau 9), ces T-RF présents contribuent à 75,9% de la variabilité 
temporelle. Les RFI des T-RF 40 et 288 passent de 46,9% en mai à 6,3% en février et de 
11,4% en mai à 56,7% en février, respectivement (Tableau 9). 
 
Tableau 9 : Variation temporelle de l’intensité relative de fluorescence (RFI, légende dans 
le tableau) de la structure des méthanogènes, dans la strate d’interface (0-1 cm) des 
sédiments de la station 2, en mai 2011, octobre 2011, décembre 2011 et février 2012. Pour 
chaque T-RF, la contribution à la variabilité temporelle (%, basée sur l’analyse SIMPER) et 




Station 2    
Légende T-RF  Mai Oct Dec Fev  Contribution (%) 
Affiliation  
Absent 40  
    
 26,5 Indéterminé 
RFI < 5% 88  
    
 8,8 Methanoregulaceae 
5%< RFI<10% 212  
    
 0,2 Non identifié 
10%<RFI<20% 224  
    
 3,4 Non identifié 
20%<RFI<30% 288  
    
 23,5 Methanoregulaceae 
30%<RFI<40% 578  
    
 7,8 Methanoregulaceae 
RFI > 40% 752  
    
 5,8 Methanoregulaceae 
 
Les T-RF liés à la variabilité temporelle sur la station 2 présentent les affiliations suivantes 
(digestion in silico des séquences partielles de mcrA) : le T-RF 40 est affilié aux ordres des 
Methanomicrobiales, Methanosarcinales et Methanobacteriales, les T-RF 88, 288, 578 et 752 
à la famille des Methanoregulaceae. Les T-RF 212 et 224 n’ont pu être identifiés. Ainsi, sur 
la station 2, la famille des Methanoregulaceae contribue, au moins, à 46% de la variabilité 
temporelle (Tableau 9).  
Sur cette station, une analyse de redondance (RDA) montre que la saturation en oxygène à 
l’interface eau-sédiment (p = 0,02), le taux de matière organique (p = 0,02) et le taux d’azote 
total (p < 0,0001) sont des paramètres expliquant la variabilité temporelle de la structure de 
cette communauté.  
 




ii. Composition taxonomique des méthanogènes 
 
Les 132 séquences analysées ont été regroupées en 36 OTU à un seuil de 95% (Figure 
31). Parmi elles, 28 OTU (88% des clones) ont été affiliées aux Methanomicrobiales 
(Methanoregula, Methanolinea et Methanospirillum), 5 OTU (9% des clones) aux 
Methanosarcinales (Methanosarcina), 2 OTU (2% des clones) aux Methanobacteriales 
(Methanobacterium) et 1 OTU (1% des clones) aux Methanocellales (Methanocella).  
Les clones affiliés aux Methanomicrobiales ont été identifiés comme ayant les T-RFs 40, 88, 
288, 494, 578 et 752, ceux affiliés aux Methanosarcinales aux T-RFs 40, 148 et 290 et ceux 
affiliés aux Methanobacteriales aux T-RFs 40 et 244. Les T-RF 534 et 566, n'ont pas été 
retrouvés dans notre banque de clones, toutefois des simulations de restrictions enzymatiques 
avec le logiciel TRiFLe ont permis d'affilier ces 2 T-RF à Methanococcus sp. Les autres T-RF 
détectés en génotypage (174, 178, 212, 224, 326, 364, 378, 392 et 408) n'ont pu être affiliés à 















Figure 31 : Arbre phylogénétique basé sur les séquences issues du clonage du gène mcrA. 
L’arbre a été construit en utilisant la méthode du Neighbor-joining, et enraciné avec 
Methanopyrus kandlerii. Seules les valeurs de bootstraps supérieures à 50 (1 000 réplicats) 
sont indiquées. 
Etude de la variabilité temporelle  
 
 




iii. Abondance des méthanogènes 
 
L’abondance des méthanogènes estimée en qPCR est présentée avec une abondance 
exprimée en nombre de copies de mcrA par gramme de sédiment frais, mais les tendances 
observées pour des abondances exprimées en nombre de copies de mcrA par gramme de 
sédiment sec et par gramme de matière organique sont similaires. Ces abondances varient 
entre 1.106 et 2.108, entre 7.106 et 1.108 et entre 2.106 et 1.108 copies par gramme de 
sédiments frais pour les stations 1, 2 et 3 respectivement. Pour chaque station l’abondance des 
méthanogènes reste constante avec la profondeur sédimentaire (Figure 31).  
Sur la station 3, l’abondance des méthanogènes tend à augmenter à l’interface eau–
sédiment (0–1 cm) lors de la période de stratification lacustre (Figure 32). L’abondance 
augmente pendant la période d’anoxie passant de 7,09.106 ± 8,79.106 copies/gramme de 
sédiments frais en octobre à 7,44.107 ± 1,29.107 en février (Figure 32). Pour les stations 1 et 2, 
l'abondance ne montre pas d'important changement dans la strate d'interface.  
 
Figure 32 : Représentation de l’abondance des méthanogènes analysés par PCR quantitative 
sur le gène mcrA, exprimé en nombre de copies de mcrA par gramme de sédiments frais. A 
gauche abondance des méthanogènes en fonction de la profondeur sédimentaire entre 0 et 20 
cm pour chaque station avec en noir la station 1, en gris clair la station 2 et en gris foncé la 
station 3. A droite, représentation des variations temporelles de l’abondance des 
méthanogènes dans la strate d’interface uniquement (0-1 cm) pour chaque station (S1 : 
station1, S2 : station 2 et S3 : station 3) pour les mois de mai 2011, octobre 2011, décembre 
2011 et février 2012.  




4. Structure, diversité et abondance des méthanotrophes 
 
i. Analyse de la structure et de la variabilité spatio-temporelle 
 
L’analyse T-RFLP (gène pmoA) a révélé 23 T-RF pour les méthanotrophes. Des différences 
significatives dans la structure des méthanotrophes sont observées entre les 3 stations 
(ANOSIM, p < 0,015) en conséquence la variabilité temporelle a été étudiée au sein de 
chacune des stations.  
 
Figure 33 : Pour chaque station, représentation d’un nMDS à partir des distances de Bray–
Curtis pour les méthanotrophes (stress = 0,20). Les dates sont représentées avec des cercles 
pour mai 2011, des carrés pour octobre 2011, des triangles pour décembre 2011 et des croix 
pour février 2012.  
 
Une variation temporelle significative de la structure des méthanotrophes est observée pour 
chacune des 3 stations (ANOSIM, p < 0,0032, Figure 33). Deux sous groupes ont pu être 
distingués dans la verticalité : le premier regroupant les échantillons des strates 0-1 et 4-5 cm 




(moyenne ± SD des similarités de Bray-Curtis, Station 1 : 31 ± 19 % de similarité, Station 2 : 
21 ± 13 % et Station 3 : 34 ± 24 %) et le second, les échantillons des autres strates (9-20 cm, 
Station 1 : 65 ± 20 % de similarité, Station 2 : 67 ± 16 % et Station 3 : 63 ± 18 %). 
L’analyse SIMPER effectuée sur chaque station montre que la variabilité temporelle de la 
structure des méthanotrophes aux 3 stations est induite par les mêmes T-RF : T-RF 246 et 244 
(affiliés aux méthanotrophes de Type II), 514 (affilié à Methylobacter sp.) et 80 et 228 
(affiliés à Methylococcus sp.) qui représentent 80%, 78% et 77% de la variabilité temporelle 
pour les stations 1, 2 et 3 respectivement (Tableau 10). Pour la station 1, les principaux 
contributeurs à cette variabilité sont les T-RF 228 et 244 (44%), tandis que pour les stations 2 
et 3, ce sont les T-RF 246 et 514 (54% pour la station 2 et 55% pour la station 3). 
Tableau 10 : Analyse SIMPER décrivant la contribution des T-RFs méthanotrophes à la 
variabilité temporelle pour chacune des stations. Pour chaque T-RF, est indiquée sa 
contribution (en %) à la variabilité temporelle pour chacune des stations étudiées. 
 
T-RF Station 1   Station 2 Station 3   Affiliation 
80 10,37 7,84 7,21 Methylococcus sp. 
84 
 
2,62 1,62 Methylobacter sp. 
128 
 
0,08 1,03 Type I 
162 4,58 0,57 0,91 Type Ib 
176 2,49 2,30 7,00 Type Ia 
186 0,32  0,35 Type I 
190 0,37  0,40 Type I 
212 3,62 3,11 2,58 NC10 
228 23,94 4,43 4,13 Methylococcus sp. 
236 0,95   Methylobacter sp. 
242 2,13  0,51 Type II 
244 20,43 12,55 10,37 Type II 
246 14,7 27,16 29,29 Type II 
280 
 
1,27 1,31 Type I 
298 
 
 0,36 Type I 
336 1,75 2,83 1,3 Methylobacter sp. 
346 
 
 1,03 Type Ib 
350 
 
 0,70 Type Ib 
354 2,2 4,67 2,36 Type I 
390 
 
0,42  Type I 
442 1,43 3,75 0,93 Type Ib 
478 
 
 0,89 Type Ib 
514 10,74 26,4 25,7 Methylobacter sp. 
 




On observe des variations importantes dans l’intensité relative de fluorescence (RFI) des T-
RF 246 et 514, dans les strates de surface des stations 2 et 3. La RFI du T-RF 246 diminue 
entre mai et février (environ 30% pour les 2 stations) alors que celle du T-RF 514 augmente 
de 30 % sur la station 2 et de plus de 50% sur la station 3 aux mêmes périodes (Tableau 11). 
Quant à la station 1, la RFI du T-RF 228 est comprise entre 14% (octobre) et 43% (mai) sur la 
station 1, alors qu’il a une RFI comparativement très faible sur les stations 2 et 3 (entre 1,8% 
et 7,4%). La RFI du T-RF 244 est faible lors des périodes fortement oxygénées (en mai et 
février RFI < 20%, Tableau 11) et augmente lorsque la saturation en oxygène diminue.  
Tableau 11 : Variabilité temporelle de l’intensité relative de fluorescence (RFI) des T-RF, 
dans les 5 premiers centimètres des sédiments (strates 0-1 et 4-5 cm) pour chaque station 
d’échantillonnage. 
 
 Station 1 
T-RF Affiliation Mai-11 Oct-11 Dec-11 Fev-12 
80 Methylococcus sp. 
    176 Type Ia 
    212 NC10 
    228 Methylococcus sp. 
    236 Methylobacter sp. 
    242 Type II 
    244 Type II 
    246 Type II 
    336 Methylobacter sp. 
    354 Type I 
    514 Methylobacter sp. 
    
 
 
 Station 2 
T-RF Affiliation Mai-11 Oct-11 Dec_11 Fev-12 
80 Methylococcus sp. 
    128 Type I 
    176 Type Ia 
    212 NC10 
    228 Methylococcus sp. 
    244 Type II 
    246 Type II 
    336 Methylobacter sp. 
    354 Type I 
    390 Type I 
    442 Type Ib 
    514 Methylobacter sp. 
    
 





 Station 3  
T-RF Affiliation Oct-11 Dec-11 Fev-12 Légende 
80 Methylococcus sp. 
   
NA 
84 Methylobacter sp. 
   
RFI < 5% 
212 NC10 
   
5%<RFI<10% 
228 Methylococcus sp. 
   
10%<RFI<20% 
244 Type II 
   
20%<RFI<30% 
246 Type II 
   
30%<RFI<40% 
336 Methylobacter sp. 
   
RFI > 40% 
354 Type I 
   
 
442 Type Ib 
   
 
514 Methylobacter sp. 




Pour chaque station, la relation entre les paramètres environnementaux et la structure des 
méthanotrophes a été analysée par une analyse de redondance (RDA). Ainsi, pour la station 1 
seul le taux d’azote total (p = 0,017) s’est révélé significatif. Pour la station 2, les taux 
d’humidité, de carbone et d’azote (p = 0,017, p = 0,0006 et p < 0,0001 respectivement), de 
même que la taille médiane des particules sédimentaires (p = 0,001) sont significativement 
corrélés. Enfin pour la station 3, la saturation en oxygène (p = 0,03) et la taille médiane des 










Figure 34 : Arbre phylogénétique basé sur les séquences issues du clonage du gène pmoA. 
L’arbre a été construit en utilisant la méthode du Neighbor-joining. Seules les valeurs de 
bootstraps supérieures à 50 (1 000 réplicats) sont indiquées.  
  




ii. Composition taxonomique des méthanotrophes 
 
Des 232 séquences analysables à partir du clonage, 57 OTU méthanotrophes (Figure 
34) sont identifiées à un seuil de 93%. Parmi celles-ci, 11 OTU (10% des clones) sont 
affiliées à Methylobacter sp., 11 OTU (44% des clones) à Methylococcus sp., 10 OTU (25% 
des clones) au Type II (Methylocystis et Methylocinus) et 25 OTU (21% des clones) au Type I 
(Methylogeae, Methylocaldum, Methylomicrobium). Les T-RFs 84, 236, 336 et 514 ont été 
affiliés à Methylobacter sp., les T-RF 162, 346, 350, 442 et 478 aux méthanotrophes de Type 
Ib, le T-RF 80, 176 et 228 aux méthanotrophes de Type Ia, le T-RF 212 à la division NC10 et 
le T-RF 242, 244 et 246 aux méthanotrophes de Type II. Les autres T-RFs (186, 280, 298, 
354 et 390) n’ont pas pu être identifiés. 
 
iii. Abondance des méthanotrophes 
 
L’abondance des méthanotrophes estimée en qPCR est présentée avec une abondance 
exprimée en nombre de copies de pmoA par gramme de sédiment frais, mais les tendances 
observées pour des abondances exprimées en nombre de copies de pmoA par gramme de 
sédiment sec et par gramme de matière organique sont similaires. Ces abondances varient 
entre 2.104 et 2.107, entre 2.105 et 5.106 et entre 5.104 et 7.106 copies de gène pmoA par 
gramme de sédiment frais pour les stations 1, 2 et 3 respectivement. Pour l’ensemble des 
stations étudiées, on observe une diminution de l’abondance des méthanotrophes dans la 
profondeur sédimentaire (Figure 35) d’environ 1 log entre l’interface (0-1 cm) et la strate la 
plus profonde (19-20 cm).  
A la station 3 l’abondance des méthanotrophes tend à augmenter à l’interface eau-sédiment 
entre décembre et février passant de 5,41.105 ± 2,43.105 à 7,22.106 ± 3,86.106 (Figure 35). A 
l’inverse les stations 1 et 2, il n’apparaît pas de variation temporelle significative de 
l’abondance dans la strate d’interface. A 4-5 cm de profondeur, l’abondance des 
méthanotrophes est toujours inférieure en février (S1 : 5,59.105 ± 1,92.105, S2 : 2,04.105 ± 
6,86.104 et S3 : 1,95.105 ± 5,09.105) par rapport aux autres dates, avec environ 1 log d’écart 
(S1 : 3,59.105 ± 1,54.106, S2 : 1,47.105 ± 2,76.105 et S3 : 2,14.106 ± 1,74.106) et ceci sur les 3 
stations étudiées.  
 





Figure 35 : Représentation de l’abondance des méthanotrophes analysés par PCR quantitative 
sur le gène fonctionnel pmoA, exprimé en nombre de copies de pmoA par gramme de 
sédiment frais. A gauche, abondance des méthanotrophes en fonction de la profondeur 
sédimentaires entre 0 et 20 cm pour chaque station avec en noir la station 1, en gris clair la 
station 2 et en gris foncé la station 3. Au centre représentation des variations temporelles de 
l’abondance des méthanotrophes dans la strate d’interface (0-1 cm) et à droite dans la strate 4-
5 cm pour chaque station (S1 : station 1, S2 : station 2 et S3 : station 3) pour les mois de mai 
2011, octobre 2011, décembre 2011 et février 2012. 
 
 
5. Co-structuration entre méthanogènes et méthanotrophes 
 
 L’analyse de co-structuration entre les 2 communautés a été réalisée indépendamment 
sur chacune des stations, et une concordance significative a été observée dans chaque cas 
(analyse Procrustéenne, p = 0,007et m12 = 0,85 pour les stations 1 et 2 et p = 0,007et m12 = 
0,81 pour la station 3). La représentation graphique de l’analyse de co-structuration permet 
d’observer une concordance plus importante en décembre comparativement aux autres dates 
échantillonnées, où la distance entre la représentation graphique des communautés 
méthanotrophes par rapport aux méthanogènes augmente (Figure 36).  





Figure 36 : Représentation bi-dimensionelle de la solution graphique de l’analyse 
procrustéenne. La structure des méthanogènes (ronds noirs) et celle des méthanotrophes (les 
ronds blancs) sont représentées. Les dates d’échantillonnages sont indiquées par la couleur 






 Nos résultats montrent que la structure et l'abondance des méthanotrophes ont une 
dynamique temporelle, en lien avec les changements de stratifications lacustres. Pour les 
méthanogènes seuls des changements ponctuels dans leur structure et leur abondance ont été 
observés et uniquement dans la strate d'interface eau-sédiment. Ces modifications ponctuelles 
semblent en lien à la fois avec des changements d'oxygénation dans la strate d'interface mais 
aussi avec des modifications d'apport de matières organiques. 




1. Influence de l'oxygène sur les méthanogènes 
 
 Pour les méthanogènes, il semble que la structure de cette communauté ne soit pas 
fortement impactée par les variations d'oxygénation. Toutefois, en l’absence de données en 
mai 2011, où la station 3 est ré-oxygénée depuis 4 mois (saturation en oxygène à 50% en mai 
2011), il est possible d’envisager que la structure des méthanogènes puisse subir des 
modifications, bien que nous n'en n'ayons pas observé en février 2012 (saturation en oxygène 
à ≈ 80%). Et ce, d’autant plus que des études montrent que les méthanogènes sont capables de 
s’adapter à des conditions oxygénées (Angel et al., 2011 ; Grossart et al., 2011 ; Tang et al., 
2014 ; Bogard et al., 2014). Angel et al. (2011) ont identifié Methanosarcina comme étant 
capable de supporter des périodes d’oxygénation, or celle-ci est présente dans les sédiments 
du Lac du Bourget. Mais ce n'est pas le seul taxa à pouvoir s'adapter à des conditions 
d'oxygénation, Methanoregula boonei possède aussi les enzymes nécessaires à cette adapation 
(Bräuer et al., 2006), or cette espèce a été identifiée dans notre banque de clones. Même si la 
structure des méthanogènes ne change pas sur la station la plus profonde en février 2012 lors 
de la ré-oxygénation des sédiments, l’abondance de cette communauté augmente dans la strate 
d’interface (0-1 cm) lors de la période d’anoxie (entre octobre et février) montrant des 
conditions favorables à cette communauté. Ceci étant en accord avec les préférences 
écologiques connues des méthanogènes (Garcia et al., 2000). 
 
2. La dynamique des méthanogènes sous contrôle de la matière organique 
 
 Les variations de la structure des méthanogènes sont expliquées par les taux de d'azote 
total et de matière organique, en plus de la saturation en oxygène vue précedemment. Comme 
décrit dans le chapitre précedant, le taux de matière organique est explicatif d'un changement 
de la structure des méthanogènes à l'échelle spatiale. Il n'est pas impossible que les taux de 
matière organique et d'azote total soient explicatifs d'un changement de structure des 
méthanogènes dans la verticalité des sédiments du Lac du Bourget, plutôt qu'à une dynamique 
temporelle. Ceci semble confirmé par la Figure 27 sur laquelle on peut observer une tendance 
à la diminution de ces 2 paramètres dans la verticalité des sédiments. Toutefois, il est possible 
que les changements de la structure de cette communauté puissent être expliqués par des 
changements qualitatifs de la matière organique (Schwarz et al., 2008). Les variations de 




structure des méthanogènes observées sur la station 2 montrent clairement un changement de 
la communauté entre la période printanière oxygénée (mai) et la période hivernale (octobre à 
février). 
 Ces 2 périodes sont aussi caractérisées par un changement dans l’utilisation des 
sources carbonées (Biolog) passant de l’utilisation de carbohydrates (en mai) aux amines et 
acides carboxyliques (en février). Grover & Chzanowski, (2000) ont observé sur le 
bactérioplancton de lacs tempérés Nord Américains une utilisation des carbohydrates en 
période estivale après le bloom algal et une utilisation des amines et acides carboxyliques en 
période hivernale. Sur le Lac du Bourget le pic printanier de phytoplancton a été atteint début 
avril 2011 (Jacquet et al., 2012) laissant place à un pic de zooplancton début mai 2011. Ainsi 
la sédimentation du phytoplancton et le broutage de celui-ci par le zooplancton sont à 
l’origine de la libération de carbohydrates facilement assimilables par les communautés 
microbiennes benthiques (Grover & Chzanowski, 2000). En février 2012, on observe une 
utilisation relativement équivalente des différents substrats en lien avec une faible abondance 
des communautés planctoniques durant la période hivernale (Jacquet et al., 2012). De plus 
Schwarz et al. (2008), ont montré, dans le Lac Kinneret, que 6 jours après la déposition 
d’algues dans les sédiments, les taux d’acétate et de propionate augmentaient, de même que 
l’abondance relative des Methanosaetaceae (acétotrophes).  
Les changements de structure des méthanogènes observés sur la station 2 sont probablement 
dus à un changement des apports de matières organiques liés à une variation saisonnière des 
apports planctoniques. L'impact de ces changements est notable en particulier dans la strate de 
surface (0-1 cm) comme le montre l'amplitude des variations temporelles de la structure des 
méthanogènes.  
 
3. Variations temporelles de la structure et de l'abondance des 
méthanotrophes 
 
 Dans notre étude, les variations de structure des méthanotrophes sont expliquées par 
plusieurs paramètres environnementaux, toutefois, comme pour les méthanogènes il est 
possible que certains paramètres, tels que les taux de d'azote total et d'humidité, ne soient pas 
explicatifs d'une dynamique temporelle de la structure des méthanotrophes mais plutôt d'un 
changement lié à la verticalité des sédiments (Figure 27). 




Dans les sédiments du Lac du Bourget, les méthanotrophes de Type I et II ont été identifiés 
avec une dominance des méthanotrophes de Type I et notamment de Methylobacter dans les 
stations les plus profondes (stations 2 et 3) alors que Methylococcus est plutôt dominant sur la 
station 1. Cette opposition dans la distribution entre Methylobacter et Methylococcus 
confirme les résultats obtenus dans les sédiments du Lac Constance (Pester et al., 2004 ; 
Deutzman et al., 2011). Les méthanotrophes de Type Ia (Methylococcus / Methylocaldum) 
représentent en général une faible proportion dans les sédiments lacustres comparativement à 
Methylobacter (Borrel et al., 2011), leur présence a été plus souvent repérée dans les rizières 
(Shrestha et al., 2008 ; Ma & Lu, 2011 ; Ma et al., 2013). La présence importante de 
Methylococcus sur la station 1 peut être expliquée par la localisation de celle-ci, soumise aux 
apports allochtones du principal affluent du Lac du Bourget, et donc à des apports en 
nutriments beaucoup plus variables comparativement aux stations 2 et 3 (Sobek et al., 2009 ; 
Deutzman et al., 2011). En revanche, aux stations 2 et 3 la présence de Methylococcus est 
faible et les variations temporelles observées montrent une opposition d’abondance relative 
entre Methylobacter (Type I) et Methylosinus / Methylocystis (Type II), à l'instar des travaux 
menés sur les rizières rapportant aussi cette opposition (Shrestha et al., 2008 ; Krause et al., 
2010 ; Dumont et al., 2011). De plus, bien que les méthanotrophes de Type II soient 
fortement représentés, il est possible qu’ils ne participent que faiblement à l’oxydation du 
méthane. En effet, des études menées dans différents écosystèmes (dont le Lac Pavin) 
décrivent qu'une forte proportion de méthanotrophes de Type II (ADN, pmoA) peut être 
associée à une faible activité (PFLA, ARN) (Shrestha et al., 2008 ; Krause et al., 2010 ; 
Biderre-Petit et al., 2011). L’adaptabilité des méthanotrophes de Type I aux changements 
environnementaux (stratège r) et l’abondance relative des T-RF affiliés à Methylobacter dans 
notre étude, laissent penser que ce genre pourrait être responsable d’une part relativement 
importante de l’oxydation du méthane dans les sédiments du Lac du Bourget.  
 Logiquement l’abondance maximale des méthanotrophes a été observée dans la strate 
d’interface (0-1 cm), en lien avec leur activité de méthanotrophie aérobie, s'opérant dans les 
premiers centimètres des sédiments lacustres (Borrel et al., 2011). Rahalkar et al. (2009) ont 
observé, dans le Lac de Constance, que l’abondance des méthanotrophes était maximale juste 
en dessous de l’interface, autour de 2-3 cm de profondeur, où les conditions sont anaérobies 
mais la concentration en méthane plus importante. Dans notre étude, la capacité des 
méthanotrophes à survivre en conditions non oxygénées (Roslev & King, 1996, Rahalkar et 
al., 2007) leur permet de pouvoir reprendre une activité de méthanotrophie après une 




perturbation (diminution ou une absence d’oxygène ponctuelle dans le milieu), a été détectée 
lors de l’augmentation de leur abondance dans le premier centimètre de la station la plus 
profonde au moment du brassage hivernal. 
 
4. Co-variations de la structure et de l'abondance des méthanogènes et 
des méthanotrophes 
 
 Les 2 communautés fonctionnelles étudiées montrent une co-structuration pour 
l'ensemble des stations qui est plus forte en période hivernale comparativement aux périodes 
où l'interface eau-sédiment est oxygénée. Ceci est cohérent avec les changements de structure 
observés dans les sédiments du Lac du Bourget, puisque les méthanotrophes ont une 
dynamique temporelle liée à des changements d'oxygénation à l'interface eau-sédiment. 
 Pour les méthanogènes, on observe une augmentation de l'abondance sur l’ensemble 
des stations durant la période hivernale (baisse de l’oxygénation à l’interface eau-sédiment) ce 
qui suggère qu'ils pourraient être actifs et produire du méthane durant cette période (une 
mesure d’activité étant indispensable pour vérifier cette hypothèse). Or, on observe sur les 
stations 1 et 2 que l’abondance des méthanotrophes dans la strate d’interface (0-1 cm) 
augmente durant la période hivernale alors qu'en parallèle la saturation en oxygène à 
l’interface eau-sédiment diminue. Ceci pourrait être expliqué par l’augmentation de la 
concentration en méthane dans les sédiments qui favoriserait la méthanotrophie malgré une 
baisse de la saturation en oxygène. Les méthanotrophes de Type II préfèreraient des 
environnements riches en méthane et faibles en oxygène (Semrau et al., 2010 ; Chowdhury & 
Dick, 2013), notamment en cas de compétitions avec d’autres méthanotrophes. Ceci est en 
accord avec les variations de structure observées pour cette communauté. En effet, 
l’abondance relative des T-RF correspondant aux méthanotrophes de Type II est importante à 
cette même période et diminue par la suite. On note que malgré l’augmentation de 
l’abondance des méthanogènes durant la période hivernale, l’abondance des méthanotrophes 
n’augmente pas sur la station 3, probablement du à l’absence d’oxygénation de cette station. 
 
 




V. Conclusion  
 
Cette étude a montré des modifications de la structure et de l‘abondance des 
méthanotrophes en lien avec la dynamique saisonnière lacustre et des variations ponctuelles 
pour les méthanogènes. La strate d’interface (0-1 cm) est la seule affectée dans le cas des 
méthanogènes alors que les méthanotrophes sont impactés jusqu'à la strate 4-5 cm. Pour les 
méthanogènes la nature du substrat semble être le paramètre le plus structurant mais cela 
demande une étude complémentaire prenant en compte la qualité de la matière organique en 
plus de sa quantité. Pour les méthanotrophes, la disponibilité de l'oxygène est un paramètre 
influençant à la fois la structure et l'abondance de cette communauté. Pour affiner cette étude, 
la structure et l’abondance des communautés méthanogènes et méthanotrophes devront être 
analysées plus finement (centimètre par centimètre) sur les 5 premiers centimètres des 
sédiments du Lac du Bourget afin de mieux cibler les changements, en lien avec la dynamqiue 
saisonnière lacustre, dans la verticalité. Quant à l’analyse sur la variabilité temporelle, elle 
devra être affinée avec un pas de temps plus court, pour mieux évaluer les changements des 
communautés méthanogènes et méthanotrophes en lien avec la dynamique planctonique 
saisonnière lacustre. Enfin, pour valider certaines hypothèses émises suite à cette étude, quant 
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I. Limites méthodologiques à l’étude des communautés 
microbiennes benthiques 
  
 De nombreuses études se sont intéressées à l’analyse de la variabilité spatiale des 
communautés bactériennes et archéennes en utilisant des techniques de génotypage, mettant 
en avant différents patrons de variabilité (Bertic & Ziebis, 2009 ; Hewson et al., 2007 ; Sapp 
et al., 2010 ; Tsertova et al., 2013). Pour l’étude de la structure des communautés 
microbiennes totales dans les sédiments du Lac du Bourget, le choix du génotypage a été 
conditionné par le nombre important de réplicats pour chaque communauté et la rapidité des 
techniques que sont l’ARISA et la T-RFLP. Elles sont couramment utilisées en écologie 
microbienne du fait de leur robustesse et de leur capacité à distinguer une large diversité 
microbienne (Ranjard et al., 2000 ; Danovaro et al., 2006 ; Fuhrman et al., 2008 ; Luna et al., 
2009). Toutefois, de récentes études ont souligné leurs limites (sous estimation de la richesse, 
restriction parfois incomplète…) comparativement aux techniques de séquençage massif 
(NGS) (Gilbert et al., 2009 ; Bienhold et al., 2012 ; Jacob et al., 2013). L’ARISA permet 
l’étude de taxons bactériens dominants mais elle offre cependant une faible résolution pour la 
détection des espèces rares, en comparaison des techniques de séquençage massif. (Gobet et 
al., 2014 ; Jacob et al., 2013)  
Dans notre cas, l'utilisation de techniques de séquençage massif pour l'étude de la dynamique 
des communautés méthanogènes et méthanotrophes benthiques n'apporteraient que peu 
d'informations supplémentaires. En revanche, cela pourrait potentiellement être intéressant 
pour l'étude de la variabilité spatiale des communautés totales (bactéries et archées). En effet, 
l’utilisation de techniques ayant une résolution plus importante (NGS) pourrait permettre 
d'appréhender des changements dans la structure des communautés totales notamment en 
intra-station (en particulier la station soumise aux apports de matières organiques 
allochtones), de part la detection de taxa rares, pour le moment faiblement pris en compte. Les 
membres de la biosphère rare sont potentiellement importants dans les écosystèmes et leur 
étude revêt un caractère important dans l’étude de la dynamique des communautés 
microbiennes totales et dans la compréhension du fonctionnement de l'écosystème (Peter et 
al., 2011 ; Jones & Lennon, 2010 ; Campbell et al., 2011). 
 




II. Facteurs de contrôle de la distribution des communautés 
méthanogènes et méthanotrophes dans les sédiments lacustres 
  
 Nos travaux ont permis d’identifier certains paramètres environnementaux impliqués 
dans la dynamique des méthanogènes et des méthanotrophes benthiques dans le Lac du 
Bourget. Nos observations démontrent l'importance de certains paramètres clés, deja identifiés 
dans d'autres études, comme la disponibilité en oxygène (Semrau et al., 2010) et les apports 
nutritifs (Schwarz et al., 2008) dans les variations spatio-temporelles de la structure et de 
l'abondances de ces communautés. Ainsi, la saturation en oxygène à l’interface eau-sédiment 
est le seul facteur identifié qui est impliqué dans l’ensemble des modifications spatio-
temporelles d’abondance et de la dynamique des communautés microbiennes impliquées dans 
le cycle du méthane.  
 
1. Cas des méthanotrophes 
 
 Les méthanotrophes ont besoin d'oxygène afin de réaliser la méthanotrophie, ce 
paramètre régit donc la dynamique des méthanotrophes, c'est pourquoi la plupart des études 
sur cette communauté sont réalisées dans les premiers centimètres des sédiments (Auman et 
al., 2000 ; Bussman et al., 2004 ; Deutzman et al., 2011). Rahalkar et al. (2009) ont rapporté 
une abondance maximale des méthanotrophes dans les premières strates non oxygénées (2-3 
cm) des sédiments du Lac de Constance. Dans les sédiments du Lac du Bourget, les 
méthanotrophes sont détectés dans les strates non oxygénées (4-5 cm) voire anoxiques (au 
dela de 10 cm de profondeur). Or, sans oxygène (O2) disponible les méthanotrophes seuls ne 
peuvent réaliser la méthanotrophie : soit ils ne sont pas actifs en dehors de la limite de 
diffusion de l'oxygène, soit ils sont couplés avec des organismes intervenant dans d’autres 
cycles biogéochimiques leur fournissant l’oxygène dont ils ont besoin pour réaliser la 
méthanotrophie. Dans le cas où les méthanotrophes ne seraient pas actifs, c’est à dire qu’ils ne 
réaliseraient pas la méthanotrophie, ils pourraient être présents sous une forme de dormance. 
Les méthanotrophes ont été décrits comme pouvant former des exospores (Whittenbury et al., 
1970 ; Bowman et al., 1993) leur permettant de survivre de nombreuses années dans des 
conditions défavorables (Rothfuss et al., 1997). Ceci peut être une explication à l’abondance 
observée des méthanotrophes dans les strates anoxiques. Dans le cas où les méthanotrophes 
seraient actifs, il leur faudrait donc nécessairement trouver de l’oxygène pour réaliser la 




méthanotrophie. L’une des possibilités, déjà observée dans la littérature, est le couplage des 
méthanotrophes avec d’autres organismes, les cas les plus couramment décrits sont les 
méthanotrophes anaérobies (ANME). Toutefois, ces organismes sont, à l’heure actuelle, 
uniquement des archées, par conséquent nous ne pouvions pas les détecter parmi les bactéries 
méthanotrophes. L’autre possibilité est la présence du phylum bactérien NC10 dans les 
sédiments du Lac du Bourget. Les bactéries appartenant au phylum NC10 ont besoin de nitrite 
pour pouvoir en retirer l’oxygène, via la voie de la dénitrification, et réaliser la 
méthanotrophie. Ces organismes sont pourvus du gène pmo (Ettwig et al., 2010) et ont été 
détectés dans les sédiments lacustres (Deutzman & Schink, 2011). Les bactéries NC10 ayant 
besoin de nitrite (NO2-) pour en tirer l’oxygène, elles sont donc présentes dans les zones 
suboxiques des sédiments, par conséquent ces bactéries ne devraient pas se trouver très 
profond dans la verticalité des sédiments. Dans les sédiments du Lac du Bourget, les bactéries 
méthanotrophes détectées au-delà des 5 premiers centimètres sont donc probablement 
inactives et présentes sous forme de dormance. 
 En revanche, dans les zones du Lac où l'interface eau-sédiment est constamment 
oxygénée au cours de l'année, la présence d’organismes bioturbateurs modifient le gradient de 
diffusion de l'oxygène (Jones & Grey, 2011). Ainsi, l'oxygène (O2) est présent à des 
profondeurs plus importantes dans la verticalité des sédiments. Les méthanotrophes étant plus 
compétitifs par rapport aux bactéries hydrolytiques lorsque les conditions en oxygène sont 
limitantes, car ils ont une forte affinité pour l’oxygène (van Bodegom et al., 2001), il est donc 
possible que cette communauté se situe encore plus en profondeur dans la verticalité des 
sédiments afin de limiter la compétition pour l'oxygène. En conséquence dans les zones 
littorales, où la concurrence pour l’oxygène est plus importante, les méthanotrophes sont 
possiblement actifs au dela des 5 premiers centimètres des sédiments.  
 
2. Cas des méthanogènes 
 
 L'augmentation de l'abondance des méthanogènes durant la période d’anoxie, sur la 
station la plus profonde, confirme que l’absence d’oxygène est une condition préférentielle 
pour cette communauté. Toutefois, leur présence est détectée dans la strate d’interface des 
stations les plus oxygénées. La présence de Methanosarcina dans la strate d’interface eau-
sédiment, lorsque celle-ci est oxygénée, est intéressante notamment au vu des travaux de 
Angel et al. (2011), démontrant que ce genre est capable de supporter des conditions 




oxygénées. Mais Methanosarcina n’est pas le seul genre à posséder les gènes de la catalase et 
de la peroxydase permettant de s’adapter aux conditions oxiques, Methanocella sp. (Erkel et 
al., 2006), Methanosphaerula palustris (Cadillo-Quiroz et al., 2008) ou encore 
Methanoregula boonei (Bräuer et al., 2006) sont également porteurs de ces gènes. Cette 
adaptation à l'oxygène s’avère plus répandue que ce que l’on pensait chez les méthanogènes. 
Ainsi, certains méthanogènes sont capables de transcrire les gènes de la catalase et de la 
peroxydase en conditions oxygénées pour réaliser la méthanogénèse en milieux lacustres 
(Grossart et al., 2011 ; Tang et al., 2014 ; Bogard et al., 2014). Les études citées 
précédemment font le lien entre cette production de méthane en conditions oxiques et les 
apports de matières organiques issue de la production phytoplanctonique confirmant des 
études précedantes ayant émis l’hypothèse que la méthanogénèse en milieu oxique était 
principalement acétoclastique (Murase et al., 2003 ; Bastviken et al., 2008). De plus, la 
sédimentation de la biomasse phytoplanctonique va favoriser les processus benthiques de 
dégradation de la matière organique par les bactéries hydrolytiques et acetogènes. Ceci va 
avoir pour effet d’augmenter la concentration en acétate dans les sédiments (Schulz & 
Conrad, 1995). Par conséquent, la structure et l’abondance des méthanogènes vont être 
influencés par ces changements et l’ordre des Methanosarcinales (acétotrophes) sera favorisé. 
En outre, ces processus de dégradation peuvent s’effectuer au delà de l’interface eau-
sédiment. Il n’est donc pas exclu que les changements, en lien avec la dynamique saisonnière 
lacustre décrite précédemment, puissent affecter la structure et l’abondance des méthanogènes 
plus en profondeur dans la verticalité des sédiments. 
Une dernière hypothèse permettant d’expliquer la présence de méthanogènes dans les strates 
oxygénées est que ceux-ci pourraient former des associations syntrophiques avec des bactéries 
fermentatives (Stams & Plugge, 2009). Ces aggrégats créent des conditions anoxiques 
favorables aux méthanogènes qui peuvent alors utiliser le dihydrogène produit par les 
bactéries fermentatives ce qui permet la croissance de ces dernières (Garcia et al., 2000).  
 
III. Diversité des communautés méthanogènes et méthanotrophes 
dans les sédiments lacustres 
  
 Nos résultats quant à la diversité des méthanogènes et des méthanotrophes reflètent 
ceux obtenus dans la majorité des écosystèmes lacustres tempérés étudiés actuellement 




(Costello & Lidstrom, 1999 ; Biderre-Petit et al., 2011 : Deutzman et al., 2011). La diversité 
des méthanogènes obtenue est marquée par une très forte dominance de clones appartenant 
aux Methanomicrobiales (88%) comparativement à la littérature (42 - 43% , Borrel et al., 
2011 ; Chaudhary et al., 2013). Ceci peut être expliqué par un eventuel biais méthodologique, 
favorisant ce groupe. Tout d'abord, le choix de prendre des échantillons permettant de 
recouvrir l’ensemble des T-RF identifiés en génotypage est une première hypothèse. Ceci a 
induit une redondance de certains T-RF et notamment ceux, très abondants, appartenant aux 
Methanomicrobiales. Une seconde hypothèse permettant d'expliquer la sur-abondance des 
Methanomicrobiales est le choix des amorces. Banning et al., 2005, démontrent que pour un 
même échantillon sédimentaire, la structure des méthanogènes observées diffère en fonction 
des amorces utilisées, allant de 70% de Methanomicrobiales (amorces ADNr 16S spécifiques 
des méthanogènes) jusqu'à 88% (amorces Luton et al., 2002).  
L’identification du T-RF 40 reste encore en suspend, car celui-ci regroupe plusieurs ordres de 
méthanogènes. Ce T-RF a une forte abondance dans les sédiments du Lac du Bourget, or nous 
n’avons pas pu savoir si cela était dû à grand nombre d’espèces ayant le même T-RF (avec 
une faible abondance chacune) ou si un genre, voire une espèce, était dominant. Les clones 
digérés in silico et ayant été affiliés à ce T-RF sont majoritairement des Methanoregulaceae 
mais Methanosarcina a aussi été identifié. Toutefois, au vu des analyses de structure et de 
diversité, bien que quelques biais aient pu être identifiés, le méthane produit dans les 
sédiments du Lac du Bourget semble être majoritairement issu d’une méthanogénèse 
hydrogénotrophe, par le genre Methanoregula principalement et qui pourrait ponctuellement 
être substitué par une méthanogénèse acétoclastique, particulièrement par le genre 
Methanosarcina, lors de la sédimentation des blooms algaux au printemps et à la fin de l’été. 
 
 La diversité des méthanotrophes est dominée par 2 genres Methylobacter et 
Methylococcus. Le premier est très souvent retrouvé dans les écosystèmes lacustres (Borrel et 
al., 2011) et pourrait être un acteur de premier plan dans l’oxydation du méthane (Krause et 
al., 2010 ; Biderre-Petit et al., 2011). Quant au second, il a été observé quelques fois dans les 
sédiments lacustres (Costello & Lidstrom, 1999 ; Deutzman et al., 2011 ; Dumont et al., 
2013) mais est plutôt décrit dans les écosystèmes de riziculture (Shrestha et al., 2008 et 2010 ; 
Krause et al., 2010 ; Ma & Lu, 2011 ; Ma et al., 2013). Toutefois, Deutzman et al. 
(2011) dans les sédiments du Lac de Constance, ont observé des résultats comparables aux 




nôtres, avec une abondance de Methylococcus forte en zone littorale et diminuant en zone 
profonde. Contrairement à l’interface eau-sédiment des zones pélagiques dans les lacs 
profonds, les zones littorales de ceux-ci ont des variations de température plus importantes 
mais surtout des températures plus élevées. Il est possible que Methylococcus, thermo-tolérant 
(Bowman, 2014), ait un avantage dans les sédiments lacustres plus chauds (zone littorale dans 
les lacs tempérés). Quant à Methylobacter il est avantagé, à l’inverse de Methylococcus, par 
des conditions environnementales plus froides (psychrophile/mésophile, Borrel et al., 2011 ; 
Bowman, 2014) que l’on trouve en zones profondes. D’après des études sur les sédiments de 
rizières (Shrestha et al., 2008 ; Krause et al., 2010), les méthanotrophes de Type II ne sont pas 
très actifs dans l’oxydation du méthane, hormis lorsque les conditions en nutriments et en 
oxygène deviennent limitantes (Krause et al., 2010). Par conséquent, il est possible que 
Methylococcus et Methylobacter soient les consommateurs de méthane dominants dans les 
sédiments du Lac du Bourget, le premier en zone littorale et côtière et le second en zone 
profonde.  
 
IV. Perspectives d’études des communautés microbiennes 
benthiques impliquées dans le cycle du méthane 
 
1. Etude de la variabilité spatio-temporelle 
 
 Tout d’abord il serait intéressant d’appréhender plus en détail la structure et 
l’abondance des méthanogènes et des méthanotrophes dans la verticalité des sédiments, afin 
de répondre à certains questionnements qui découlent de notre étude :  
- A-t-on un changement progressif de la structure des communautés fonctionnelles 
étudiées qui se met en place dans les premiers centimètres (1 à 4 cm) se stabilisant par 
la suite entre 5 et 20 cm?  
- L’abondance des méthanotrophes est-elle maximale à l’interface eau-sédiment ou juste 
au dessous de cette interface comme cela a pu être observé dans l’étude sur le Lac 
Constance (Rahalkar et al., 2009)? 
Pour répondre à ces questions, une étude à l’échelle centimétrique entre 0 et 5 cm de 
profondeur dans la verticalité serait nécessaire. De plus, il serait nécessaire de réaliser une 




mesure du gradient d’oydoréduction dans les 20 premiers centimètres analysés. Ce profil 
d’oxydoréduction permettrait de localiser les zones où se déroulent les différents processus 
biogéochimiques. Ainsi, il serait possible de cibler des strates spécifiques de production et 
d’oxydation du méthane, de même que des zones où peuvent avoir lieu des couplages entre le 
cycle du méthane et d’autres cycles biogéochimiques (soufre et azote principalement).  
 Afin de compléter cette étude, d’autres stations d’échantillonnage devraient être 
analysées le long du transect de distance. En particulier, une station située plus proche de la 
zone littorale (une profondeur de quelques métres) et qui serait soumise à des changements de 
température importants (entre 4°C en hiver et jusqu’à 25°C en été) que nous n’avons pas pris 
en compte dans nos travaux 
 Pour ce qui est de la variabilité temporelle, les changements d’oxygénation en lien 
avec la stratification lacustre sont un facteur influençant la structure et l’abondance des 
méthanotrophes et des méthanogènes. Toutefois, cette étude révèle que la structure des 
communautés, plus particulièrement les méthanogènes, est influencée par des changements 
d’apports qualitatifs de matière organique en lien avec la dynamique saisonnière 
planctonique. Pour vérifier ceci à l’échelle des communautés fonctionnelles benthiques une 
étude avec des pas de temps plus rapprochés est nécessaire, soit en ciblant des périodes pré- et 
post-blooms alguaux, soit en faisant un suivi au cours d'une année complète. De plus, des 
trappes à sédiments pourraient être posées à différentes profondeurs dans la colonne d’eau 
afin d’évaluer les apports de la colonne d’eau au sédiment. Si notre hypothèse d’une 
modification de structure et d’abondance des méthanogènes benthiques en lien avec les 
changements apports de matière organique planctonique est vérifiée, alors une analyse de 
l’activité des méthanogènes sera effectuée. Ceci permettra de savoir si d'éventuels 
changements de structure de la communauté, en lien avec des variations d'apports de matières 
organiques, affectent les fonctions réalisées par cette communauté ou si malgré le changement 
de structure les fonctions de la communauté sont maintenues.  
 
2. Etude des comunautés actives 
 
 Bien qu’une mesure de l’activité potentielle (ARN) des méthanogènes et des 
méthanotrophes, dans les mêmes strates que celles étudiées dans l’analyse temporelle, ait été 
envisagée pour cette étude, cela n’a pu être réalisé. Ainsi, des questions restent en suspens 




suite à nos travaux et doivent être abordées par une analyse de l’activité potentielle de ces 
communautés fonctionnelles, notamment afin d’identifier : 
- si les méthanogènes présent dans la strate d’interface en conditions oxiques sont actifs 
- si les méthanotrophes présents au delà de la limite de diffusion de l’oxygène (soit 
après le premier centimètre) sont actifs  
 
Pour les 2 communautés, des marqueurs moléculaires spécifiques de certains taxa pourraient 
être utilisés afin de savoir quels ordres méthanogènes (acététotrophes vs. hydrogénotrophes) 
et méthanotrophes (Type I vs. Type II) sont potentiellement les plus actifs dans les sédiments 
du Lac du Bourget. De même, cette analyse pourra être réalisée en lien avec la dynamique 
temporelle des communautés méthanogènes et méthanotrophes. Un suivi à l'échelle 
temporelle du potentiel d’activité de ces communautés permettra une identification des 
changements d'activité en lien avec des variations de l'oxygénation à l'interface eau-sédiment 
(stratification vs. brassage) et d'apports de matière organiques au sédiment (sédimentation de 
pics phytoplanctoniques).  
  
3. Oxydation anaérobie du méthane 
 
 Les processus d’oxydation anaérobie du méthane (AOM, cf synthèse bibliographique) 
sont encore très peu connus dans les écosystèmes lacustres. Bien que l’AOM soit relativement 
faible dans les écosystèmes lacustres (103 à 104 fois plus faible que dans les écosystèmes 
marins), elle n’en reste pas moins importante. Son existence dans les sédiments du Lac 
Constance (Deutzman & Schink, 2011) et la similarité de nos résultats, en ce qui concerne 
l’abondance et la structure des méthanotrophes, avec ceux de Deutzman et al., 2011 dans ce 
même lac, nous permettent d'envisager qu'il soit possible que des processus similaires d’AOM 
soient réalisés dans les sédiments du Lac du Bourget. Deutzman & Schink, 2011 ont montré 
que l’AOM dans les sédiments du Lac Constance était principalement liée à un couplage avec 
la dénitrification, due au phylum NC10, notamment pour les sédiments prélevés en zone 
profonde (entre 80 et 120 m). Cette même étude montre que l’AOM couplée à la 
dénitrification est de l’ordre d’un log inférieur à la méthanotrophie aérobie. Ce processus 
pourrait donc participer activement à la limitation des émissions de méthane dans les 




écosystèmes lacustres : il paraît donc important d’identifier les acteurs de la méthanotrophie 
anaérobie. 
 Pour cela, des approches moléculaires, ciblant les gènes fonctionnels permettront 
d’identifier la présence des méthanotrophes anaérobies : pmoA pour l’identification des NC10 
et mcrA pour les ANME. Bien que Deutzman & Schink, 2011 aient montré que l’AOM 
couplée avec le cycle du soufre soit négligeable dans les sédiments du Lac Constance d’autres 
études ont montré la présence des ANME dans les sédiments lacustres il est donc important de 
ne pas les négliger (Stein et al., 2001 ; Eller et al., 2005 ; Raghoebarsing et al., 2006 ; Jiang et 
al., 2008 ; Crowe et al., 2010 ; Schubert et al., 2011). Si les gènes pmoA affiliés à la division 
NC10 et mcrA affiliés aux ANME sont détectés il faudra envisager de les quantifier afin 
d’évaluer leurs abondances respectives, d’identifier la diversité présente dans les sédiments et 
d’effectuer une quantification des transcrits. Il sera aussi intéressant d’identifier les zones 
dans lesquelles ces processus sont réalisés à la fois à l’échelle spatiale horizontale (littoral vs. 
pélagique) et verticale (inter-strate). Ceci permettant de compléter notre étude en identifiant 
les acteurs de la méthanotrophie anaérobie qui est une partie du cycle qui n’a pas encore été 
étudiée dans les sédiments du Lac du Bourget et pour laquelle la littérature actuelle est encore 
























 Les écosystémes lacustres contribuent de manière significative aux émissions globales 
de méthane dans l'atmosphère. De fait, l'étude des communautés microbiennes impliquées 
dans le cycle du méthane en milieu lacustre revêt un caractére important. Les sédiments 
lacustres offrent des conditions propices aux développements des communautés 
méthanogènes et méthanotrophes bien qu'ils aient des préférences écologiques contrastées. 
Les sédiments représentent un compartiment clef pour l'étude de ces communautés du fait de 
l'importante hétérogénéité des conditions environnementales présente, tant à l'échelle spatiale 
horizontale (entre différentes zones du lac, littoral vs. pelagique) et verticale (dans la 
profondeur des sédiments) qu'à l'échelle temporelle, en lien avec la dynamique saisonnière 
lacustre (biologique et thermique). Ainsi le compartiment benthique permet d'appréhender la 
distribution des communautés méthanogènes et méthanotrophes en lien avec les facteurs 
environnementaux qui influencent leurs structures, abondances et activités. 
 Les travaux effectués au cours de cette thèse apportent des informations 
supplémentaires quant à la distribution spatio-temporelle des communautés microbiennes 
benthiques impliquées dans le cycle du méthane en milieux lacustres. Afin d'appréhender au 
mieux les variations de la distribution de ces communautés à l'échelle spatiale dans les 
sédiments du Lac du Bourget, un transect de distance entre le principal affluent du Lac et la 
zone la plus pronfonde a été étudié. Sur ce transect des stations d'échantillonnages 
caractéristiques de différences d'apports de matières organiques (allochtones vs. autochtones) 
et ayant des conditions d'oxygénations différentes à l'interface eau-sédiment ont été pris en 
compte. Ceci à permis de montrer une variabilité spatiale horizontale (inter-stations) de la 
structure des communautés étudiées en lien avec des changements de conditions 
environnementales. Au sein de chacune des stations étudiées, l'echelle verticale a également 
été prise en compte, permettant de mettre en avant des modifications de structure des 
méthanotrophes et des méthanogènes en lien avec avec d'éventuelles modifications du 
gradient d'oxydoréduction dans la verticalité des sédiments.  
Dans un second temps, ces travaux ont appréhendé les éventuels changements de structure et 
d’abondance des communautés méthanogènes et méthanotrophes, en lien avec la dynamique 
saisonnière lacustre (biologique et thermique). Ainsi il a été mis en avant que seuls les 
méthanotrophes répondent à la dynamique saisonnière dans les sédiments du Lac du Bourget 
par des changements de structure sur l'ensemble des stations étudiées et jusqu'à 5 cm de 




profondeur dans la verticalité. La dynamique des méthanogènes est relativement stable et ne 
montre que des variations ponctuelles à l'interface eau-sédiment. Si la dynamique des 
méthanotrophes répond fortement aux changements d'oxygénation à l'interface eau-sédiment, 
celle des méthanogènes semble plutôt sous l'influence de changement de la qualité de la 
matière organique. Toutefois, ceci demande confirmation par des études complémentaires, à 
la fois à l'échelle spatiale horizontale en ajoutant une station littorale soumise à des variations 
de température au cours de l'année, à l'échelle spatiale verticale en affinant l'étude des 5 
premiers centimètre et à l'échelle temporelle en ciblant des périodes en lien avec la dynamique 
planctonique lacustre (modification des apports de matières organiques aux sédiments). Enfin, 
il est maintenant nécessaire de réaliser une étude caractérisant les zones et les périodes de 
production et d’oxydation du méthane dans les sédiments du Lac du Bourget. Par la suite, une 
analyse plus précise de la diversité pourra être envisagée afin de caractériser plus précisément 
les acteurs du cycle du méthane dans les sédiments lacustres. 
 Finalement, la caractérisation de la distribution spatio-temporelle de la dynamique des 
communautés méthanogènes et méthanotrophes apparait comme une étape préliminaire mais 
indispensable dans la compréhension des flux que contrôlent ces communautés. Elle permet la 
discrimination de zones benthiques importantes en termes de production et d'oxydation du 
méthane au sein d’un écosystème complexe. C'est dans ce sens que les futures études doivent 
se positionner afin d'aller plus loin dans la compréhension de la distribution des 
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